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Die Rote Vogelmilbe (Dermanyssus gallinae) ist ein in Europa weit verbreiteter Ektoparasit bei Hüh-
nern (HÖGLUND et al. 1995, GUY et al. 2004, SPARAGANO et al. 2009). Ein hoher Befall kann bei 
Legehennen zu starken Leistungseinbußen und damit einhergehenden hohen wirtschaftlichen Schä-
den führen (VAN EMOUS 2017). Aufgrund eines vergleichsweise schnellen Entwicklungszyklusses 
bei Temperaturen um 25 °C (NORDENFORS et al. 1999) entstehen vor allem in den Sommermonaten 
sehr große Milbenpopulationen. Ist ein Hühnerbestand stark mit der Roten Vogelmilbe befallen, 
können durch häufige Milbenstiche einzelne Tiere bis zu 3 % ihres Blutvolumens pro Nacht verlieren 
und so durch Anämie verenden (VAN EMOUS 2005). Durch die Stiche wird zusätzlich Juckreiz aus-
gelöst, der in Kombination mit dem Blutverlust nicht nur zulasten der Tiergesundheit sondern auch 
des Tierwohls geht (KILPINEN 2005, KOWALSKI und SOKOL 2005). 
Die Bekämpfung von D. gallinae ist schwierig, da sich diese Milbe tagsüber nicht auf den Tieren oder 
auf offenen Flächen aufhält, sondern sich in trockener Einstreu oder in dunklen Ritzen und Spalten 
versteckt (WOOD 1917). So sind die Milben bei der Applikation von Akariziden per Spray nur schwer 
zu erreichen. Außerdem ist es bei der Behandlung von Legehennenställen wichtig, dass angewen-
dete Produkte keine Wartezeit auf Eier besitzen, damit die im Anschluss an die Behandlung gelegten 
Eier als Lebensmittel vermarktet werden können. Erschwerend kommt hinzu, dass sich mittlerweile 
in vielen Milbenpopulationen Resistenzen gegenüber verschiedenen Akariziden gebildet haben (LIE-
BISCH und LIEBISCH 2003, MARANGI et al. 2009). Alternativ werden deshalb Silikatstäube flüssig 
oder trocken im Stall ausgebracht oder den Hühnern als Sandbad angeboten. Andere Möglichkeiten 
sind den Stall vor der Einstallung neuer Hühner mit gegen Milben wirksamen Desinfektionsmittel 
oder physikalisch mit Hitze zu behandeln oder Raubmilben auszubringen (LIEBISCH und LIEBISCH 
2003, ALI et al. 2012, WOLFS et al. 2012, MOZAFAR 2014b, SCHULZ 2014).  
Aufgrund der schwierigen und häufig unzufriedenstellenden Behandlungsmöglichkeiten wird weiter 
an neuen Alternativen geforscht. Gegen andere hämatophage Ektoparasiten wie die Zecke Rhipice-
phalus micropulus gibt es schon die Möglichkeit der Impfung (GARCIA-GARCIA et al. 1999, NISBET 
et al. 2016). Gegen die Rote Vogelmilbe konnten bisher aber nur Impfstoffe mit geringer Wirksam-
keit entwickelt werden (WRIGHT et al. 2016, LIMA-BARBERO et al. 2019).  
Auf dem Gebiet der Arzneimittel gab es zuletzt eine Neuerung. Bis September 2017 gab es in 
Deutschland kein zugelassenes Arzneimittel gegen D. gallinae und der dadurch nach § 56a 
Abs. 2 AMG entstehende Therapienotstand machte eine Einfuhr des in Frankreich zugelassenen By-
eMite® (Wirkstoff Phoxim) möglich. Dieses wird per Spray ausgebracht und in Versuchen konnten 
Wirksamkeiten von bis zu 94 % erzielt werden (MEYER-KÜHLING 2007). Seit September 2017 ist das 
Arzneimittel Exzolt® auf dem deutschen Markt verfügbar. Exzolt® enthält den Wirkstoff Fluralaner 
und wird über das Trinkwasser appliziert (EMEA 2017a). 
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Ziel der vorliegenden Studie war die Überprüfung der Wirksamkeit von Fluralaner in einer Dosierung 
von 0,5 mg/kg Körpergewicht gegen den Befall von Hühnern mit Dermanyssus gallinae. Getestet 
wurde Fluralaner innerhalb dieser Studie sowohl an Legehennen als auch an Junghennen und El-
terntieren. Die Milbenreduktion in den behandelten Gruppen wurde jeweils mit einer unbehandel-





2.1 Ektoparasiten des Geflügels 
Das Geflügel wird von verschiedenen Ektoparasiten befallen, die alle zum Stamm der Arthropoda 
(Gliederfüßer) gehören. Dieser Stamm wird in verschiedene Unterstämme eingeteilt, wie dem 
Stamm der Chelicerata, zu dem die Unterklasse Acari gehört. Die Klasse Insecta dagegen gehört zum 
Unterstamm der Mandibulata (TENTER und SCHNIEDER 2006). Im Folgenden werden ausgewählte 
Ektoparasiten des Huhns angesprochen. 
2.1.1 Insecta 
Zu der Klasse der Insecta gehören unter anderem die Federlinge. Diese zählen zur Ordnung der Pht-
hiraptera und werden in verschiedene Unterordnungen unterteilt. Beim Huhn kommt am häufigs-
ten Menacanthus stramineus vor, welcher zur Unterordnung der Amblycera gehört (PFISTER 2006). 
Federlinge sind in der Regel stark wirtsspezifisch und vollenden den kompletten Lebenszyklus auf 
dem Wirt. Ihr Körper ist dorsoventral abgeflacht und so gut an den Lebensraum Gefieder angepasst 
(JOHNSON und CLAYTON 2003). Sie ernähren sich vor allem von Federbestandteilen, aber manche 
Arten auch von Blut (STOCKDALE 1964). Federlinge verursachen vor allem allgemeine Symptome 
wie eine verringerte Legeleistung, ein geringeres Körpergewicht oder eine schlechtere Futterver-
wertung (PICKWORTH und MORISHITA, DE VANEY 1976) 
Der Hühnerfloh (Ceratophyllus gallinae) parasitiert in Nestern von Wildvögeln (ABRAHAM und PE-
TERS, 2008), kann aber auch in Wirtschaftsgeflügelhaltungen vorkommen (TITCHENER 1983). Hüh-
nerflöhe sind 3 - 3,5 mm groß und von dunkelbrauner Farbe. Flöhe ernähren sich von Blut und sind 
temporär-periodisch auf dem Wirt. Durch einen starken Befall mit Flöhen kann das Allgemeinbefin-
den stark gestört werden und die Legeleistung zurückgehen; bei sehr starkem Befall können auch 
Anämien auftreten (PFISTER 2006). 
Der Glänzendschwarze Getreideschimmelkäfer (Alphitobius diaperinus) ist einer der bedeutendsten 
Lebensraumschädlinge in der intensiven Wirtschaftsgeflügelhaltung (AXTELL und ARENDS 1990). Er 
ist braun-schwarz gefärbt und hat eine glänzende Oberfläche. Ausgewachsene Käfer werden 
5,8 mm bis 6,3 mm groß (DUNFORD und KAUFMANN 2006). A. diaperinus kann Temperaturen zwi-
schen -12 °C und 48 °C überleben (SALINA et al. 1998) eine Vermehrung findet aber erst ab 20°C 
statt (RUEDA und AXTELL 1996). Er findet  ideale Überlebensbedingungen in geheizten Ställen. Als 
Nahrung dienen Futterreste, Einstreu und andere organische Materialien (RUMBOS et al. 2018) aber 
auch Insekten und Milben. Sie sind in der Lage Eier, Nymphen und adulte Rote Vogelmilben zu fres-
sen und so den Bestand der Milben zu reduzieren. Ein adulter A. diaperinus kann bis zu zehn rote 
Vogelmilben pro Tag fressen (KOZLOV 1970, DESPINS et al. 1988). Die Käfer parasitieren nicht direkt 
an den Hühnern, können aber die Stalleinrichtung durch Fraßspuren beschädigen und als Vektor für 
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verschiedene Krankheiten dienen (HINKLE 2013). Sie können zum Beispiel Salmonellen, Reoviren, 
Birnaviren und Eimerien übertragen (CRIPPEN 2009, GOODWIN 1996). 
2.1.2 Acari 
Die nordische Vogelmilbe (Ornithonyssus sylvarium) ist die am häufigsten vorkommende Milbe in 
Geflügelbeständen in den USA (HINKLE und CORRIGAN 2013). Seltener kommt sie auch in Europa 
vor. JANSSON et al. (2014) fanden sie in Schweden und Frankreich. Im Gegensatz zur Roten Vogel-
milbe (Dermanyssus gallinae) haben die Weibchen längliche Cheliceren. Das Genitoventralschild ist 
schmal und nach hinten abgerundet. Das Dorsalschild verengt sich nach hinten (DI PALMA et al. 
2012). O. sylvarium lebt in allen Entwicklungsstadien (Larve, zwei Nymphenstadien, Adulte) statio-
när auf dem Wirt. Auch die Eiablage findet auf dem Wirt statt. Ein Entwicklungszyklus dauert  unter 
optimalen Bedingungen fünf bis sieben Tage (AXTELL und ARENDS 1990, SIKES und CHAMBERLAIN 
1954).Ohne Wirt und somit auch ohne Nahrung können die Milben etwa drei bis vier Wochen über-
leben (ARENDS 2003). MULLENS et al. (2008) verglichen einen stark mit O. sylvarium befallenen und 
einen gering befallenen Stall. Dabei konnten sie einen Rückgang der Legeleistung, des Eigewichts 
und der Futterverwertung durch Milbenbefall beobachten, sodass ein Schaden von bis zu 0,10 $ pro 
Legehenne innerhalb von zehn Wochen entstand. 
Die Rote Vogelmilbe ist dagegen sehr häufig in Geflügelbeständen in Europa vertreten (SPARAGANO 
et al. 2009). Sie wird im Abschnitt 2.2 ausführlich behandelt. 
Die Kalkbeinmilben (Knemidocoptes mutans) leben in der Epidermis von Ständer und Füßen der 
Hühnervögel und lösen so schwere Dermatitiden aus. Die Kalkbeinmilbe hat vier Entwicklungssta-
dien: Ei, Larve, Nymphe und Adulte, wobei männliche Milben ein Nymphenstadium durchlaufen und 
weibliche zwei. Sie durchbohren die Haut, was zu einer Entzündung mit Exsudatbildung führt. Das 
Exsudat bildet an der Hautoberfläche Krusten. Es kommt zu Hyperkeratose und Akantose und kann 
zu Sekundärinfektionen führen (XU et al. 2009, SHANTA et al. 2006). In schweren Fällen kann es 
durch die Krustenbildung zu einem Gangrän kommen (ROBERTS 2014). Kalkbeinmilben kommen 
heutzutage nur noch selten in Wirtschaftsgeflügelhaltungen vor (PFISTER 2006). 
Lederzecken kommen vor allem bei Tauben vor, können aber auch beim Wirtschaftsgeflügel para-
sitieren. Am häufigsten ist die Spezies Argas reflexus vertreten. Sie wurde aus südlicheren Regionen 
eingeschleppt und ist aufgrund ihrer Temperaturempfindlichkeit an Bebauung gebunden (DAUTEL 
et al. 1991). Sie entwickelt sich vom Ei über ein Larvenstadium, zwei bis vier Nymphenstadien zur 
adulten Zecke. Dabei kann sie eine Lebensdauer von bis zu elf Jahren erreichen. Blutmahlzeiten 
werden nur ein bis zwei Mal pro Jahr aufgenommen (DAUTEL und KNÜLLE 1997). Lederzecken kön-
nen Träger von Salmonellen oder Mykoplasmen sein (SOLIMAN et al. 1988, STEFANOV et al. 1975). 
 
5 
2.2 Dermanyssus gallinae 
2.2.1 Taxonomie 
Nach TENTER und SCHNIEDER (2006) wird die Rote Vogelmilbe wie folgt eingeordnet: 
Stamm: Arthropoda 
 Unterstamm: Chelicerata (syn. Amandibulata) 
  Klasse: Arachnida 
   Unterklasse: Acari 
    Ordnung: Anactinotrichida 
     Unterordnung: Mesostigmata 
      Familie: Dermayssidae 
       Gattung: Dermanyssus 
        Art: Dermanyssus gallinae 
2.2.2 Morphologie 
Rote Vogelmilben sind ungefähr 0,7 mm x 0,4 mm (Weibchen) bzw. 0,6 mm x 0,3 mm (Männchen) 
groß (PFISTER 2006). Das Idiosoma ist nach hinten hin abgerundet. Sie besitzen einen Rückenschild 
(Scutum) und einen Sternalschild mit zwei Paar Borsten. Die Weibchen haben einen Genitoventral-
schild. Dieses ist ebenfalls nach hinten hin abgerundet und besitzt ein Paar Borsten. Außerdem gibt 
es eine Analplatte, die über drei Borsten verfügt (DI PALMA et al. 2012). Ihr Körper ist nur schwach 
chitinisiert und sie haben lange, nadelförmige Chelizeren. Die Milben sind weißlich-grau bis dunkel-
rot-braun gefärbt, je nachdem wie groß die aufgenommene Blutmenge ist (BECK und PANTCHEV 
2013). Der Körper ist insgesamt spärlich beborstet, die vier langen Beinpaare sind dagegen stark 
beborstet (PFISTER 2006). Larven besitzen drei Beinpaare, die Kutikula ist gar nicht oder nur 
schwach sklerotisiert. Nymphen besitzen 4 Beinpaare und haben im Gegensatz zu adulten Milben 
keine Genitalöffnung (DI PALMA et al. 2012). 
Zur Unterscheidung von D. gallinae und O. sylvarium kann man die Position der Analöffnung auf der 
Analplatte heranziehen. Bei D. gallinae liegt sie eher im kaudalen Bereich, bei O. sylvarium im kra-
nialen Bereich gelegen. Außerdem besitzt D. gallinae sehr lange Chelizeren, die von O. sylvarium 




WOOD (1917) beschrieb als erster den Entwicklungszyklus der Roten Vogelmilbe: Ei, Larve, Proto-
nymphe, Deutonymphe und Adulte. Die Eiablage findet ungefähr zwölf Stunden nach einer Blut-
mahlzeit statt. Jedes Milbenweibchen legt, je nach Autor, zwischen 30 und 40 Eier. Die Eier sind 
400 µm x 270 µm groß, von ovaler Form und perlweiß gefärbt. Daraus schlüpfen weiße, sechsbei-
nige Larven. Diese bleiben in den Verstecken und nehmen keinerlei Nahrung auf. Aus der Larve ent-
wickelt sich eine achtbeinige Protonymphe. Diese nimmt eine Blutmahlzeit zu sich und entwickelt 
sich danach zur achtbeinigen Deutonymphe. Nach einer erneuten Blutmahlzeit entwickelt sich die 
Deutonymphe zum Imago (WOOD 1917, CHAUVE 1998). Bei einer Temperatur von 25 °C ist eine 
Entwicklung vom Ei zur Larve in zwei Tagen möglich, eine Entwicklung von der Larve zur Protonym-
phe in einem Tag. (NORDENFORS et al. 1999). Bei optimalen klimatischen Bedingungen kann so eine 
Entwicklung vom Ei zum Imago in vier Tagen abgeschlossen sein. Deshalb kann sich die Rote Vogel-
milbe im Sommer explosionsartig vermehren (BECK und PANTCHEV 2013). Ist es kälter (unter 20 °C) 
dauert der Entwicklungszyklus im Schnitt siebzehn Tage (MAURER und BAUMGÄRTNER 1992). Bei 
einer Umgebungstemperatur von 15 °C dauert die Entwicklung insgesamt 28,8 Tage, die Zeit von 
der Eiablage bis zum ersten blutsaugenden Stadium 15,7 Tage (TUCCI et al. 2008). Bei Temperaturen 
zwischen 20 und 37 °C überleben adulte Weibchen bis zu fünf Monate, Protonymphen bis zu sechs 
Monate. Bei 5 °C ist sogar eine Überlebensdauer von mindestens neun Monaten möglich (DEPLAZES 
et al 2012). NORDENFORS et al. (1999) konnten nachweisen, dass die besten Überlebenschancen 
bei einer relativen Luftfeuchtigkeit von 70 % liegen. Temperaturen über 45 °C und unter -20 °C sind 
dagegen für die rote Vogelmilbe letal. 
2.2.4 Lebensweise 
D. gallinae ist ein noktogener Parasit. Tagsüber versteckt sich die Milbe in dunklen Ritzen und Spal-
ten oder auch in trockener Einstreu. Sie ist hämatophag und sucht in der Dunkelheit ihren Wirt auf, 
um eine Blutmahlzeit zu sich zu nehmen (WOOD 1917). Nach längeren Hungerphasen kommt es 
aber vor, dass die Milben auch tagsüber aktiv werden. Außerdem fand KILPINEN (2005) heraus, dass 
der Aktivitätsgrad der Roten Vogelmilbe in der Dunkelheit, bei Wärme und Vibrationen ansteigt. Bei 
Tageslicht kann es durch eine erhöhte CO2-Exposition zu einer Bewegungsstarre kommen. Diese hält 
bis zu 30 Sekunden an und dient wahrscheinlich dazu, vom Wirt nicht erkannt zu werden. Die Rote 
Vogelmilbe kann einen Temperaturgradienten von 0,005 °C/sec wahrnehmen, um ihre Wirte zu fin-
den (KILPINEN 2001). Die weiblichen Milben müssen vor jeder neuen Eiablage eine Blutmahlzeit zu 
sich nehmen. Diese Mahlzeit dauert zwischen 30 und 60 Minuten und findet in der Regel nachts alle 
zwei bis vier Tage statt. Ungefähr zwölf Stunden nach der Blutmahlzeit findet die Eiablage statt. 
Männliche Milben fressen dagegen viel seltener (CHAUVE 1998). Ein adultes Milbenweibchen 
nimmt pro Mahlzeit 0,2 mg Blut auf, eine Deutonymphe 0,052 mg und eine Protonymphe 0,023 mg 
(SIKES und CHAMBERLAIN 1954). Für ihre Blutmahlzeit bevorzugt die Rote Vogelmilbe Vögel als 
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Wirte. SIKES und CHAMBERLAIN (1954) konnten aber feststellen, dass Mäuse ähnlich gut wie Hüh-
ner als Wirte akzeptiert werden. Bei Ratten sank die Akzeptanz deutlich ab, an Menschen wurde nur 
selten eine Blutmahlzeit zu sich genommen. Nach der Nahrungsaufnahme bilden die Milben Aggre-
gate aus unterschiedlichen Entwicklungsstadien. Dabei werden sie von Pheromonen und Berüh-
rungsreizen gesteuert (ENTREKIN und OLIVER 1982). 
2.3 Bedeutung von D. gallinae in der Geflügelhaltung 
2.3.1 Klinik 
Ab einer Milbenpopulation von 150.000 bis 200.000 Stück pro Huhn muss mit ernsten gesundheit-
lichen Konsequenzen gerechnet werden (KILPINEN et al. 2005). Stark befallene Tiere können durch 
die häufigen Stiche der Milben pro Nacht bis zu 3 % ihres Blutvolumens verlieren. Dies verursacht 
eine Anämie, die zu plötzlichen Todesfällen führen kann (VAN EMOUS 2005). Durch einen starken 
Befall mit D. gallinae wurden schon Mortalitäten beobachtet, die um das Zehnfache höher waren 
als normal (COSOROABA 2001). 
Die Stiche der Roten Vogelmilbe sind schmerzhaft und lösen starken Juckreiz aus. Dies führt zu ver-
mehrtem Kratzen. So entstehen Hautirritationen, Sekundärverletzungen und eine Schädigung des 
Federkleids. Die Tiere werden schreckhaft und leiden unter Anämie, Apathie und Gewichtsverlust. 
Auch eine herabgesetzte Legeleistung kann Folge eines Befalls mit der Roten Vogelmilbe sein. Die 
befallenen Tiere betreiben tagsüber vermehrt Federpflege, kratzen sich häufiger am Kopf und Fe-
derpicken fällt vermehrt auf. Sogar nachts wird deutlich häufiger Federpflege betrieben und die 
Tiere schlafen weniger (KILPINEN et al. 2005). Durch die Irritation kann selten auch eine Otitis ex-
terna, Rhinitis oder Konjunktivitis entstehen (DEPLAZES et al. 2012). 
Dass starker Milbenbefall zu vermehrtem Stress für die Tiere führt, konnte auch über die Untersu-
chung verschiedener Blutparameter belegt werden. Befallene Hühner hatten einen höheren Corti-
costeron- und Adrenalin-Level und einen niedrigeren β-Globulin-Level. Das deutet auf somatischen 
und psychogenen Stress und Immunsuppression hin (KOWALSKI und SOKOL 2005). 
2.3.2 Prävalenz 
Die Rote Vogelmilbe ist in Europa weit verbreitet. Nach SPARAGANO et al. (2009) lag die Prävalenz 
in Dänemark zwischen 32 % (Käfighaltung) und 68 % (Freilandhaltung), in Frankreich bei bis zu 80 % 
(biologische Haltung), in den Niederlanden bei bis zu 83 % (Bodenhaltung). In England sind bis zu 
87,5 % der Legehennenhaltungen betroffen (GUY et al. 2004). In Schweden lag die Prävalenz bei 4 % 
in Käfighaltungen und 67 % in Hinterhofhaltungen (HÖGLUND et al. 1995). Auch in Asien und Nord-
afrika wurde die Rote Vogelmilbe nachgewiesen. Zudem konnten SPARAGANO et al. (2009) zeigen, 
dass bei Legehennen auch die Farmgröße einen Einfluss auf die Milbenprävalenz hat. Betriebe mit 
unter 5.000 Legehennen waren zu 92 % von Milben betroffen, Betriebe über 5.000 Legehennen zu 
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56 %. Aus diesen Zahlen kann man schließen, dass ungefähr 300 Millionen Legehennen in Europa 
mit der Roten Vogelmilbe befallen sind. Zwischen April und Oktober kommt es aufgrund der wär-
meren Temperaturen vermehrt zu Problemen mit der Roten Vogelmilbe (ARENDS 2003). 
Häufig werden Rote Vogelmilben auch in den Nestern von Wildvögeln gefunden. Die Rote Vogel-
milbe kann deshalb unter anderem über Wildvögel, wie zum Beispiel Stare, übertragen werden 
(ROBERTS 2014, WAMBIER und DE FARIAS WAMBIER 2012, ORTON et al. 2000, BASELGA et al. 1996). 
2.3.3 Wirtschaftliche Konsequenzen 
Durch eine starke Milbenbelastung kann die Legeleistung der Tiere herabgesetzt sein, was zu hohen 
wirtschaftlichen Schäden führt (WOJCIK et al. 2000). Auch eine schlechtere Futterverwertung, ein 
vermindertes Körpergewicht und vermehrt 2.-Wahl-Eier aufgrund dünnerer Schalen und Blutspren-
keln durch zerdrückte Milben führen zu Verlusten. Außerdem muss auch die häufig sehr aufwendige 
und kostspielige Entwesung der Ställe mit einberechnet werden (MOZAFAR 2014a, VAN EMOUS 
2017). 
VAN EMOUS (2017) schätzt den wirtschaftlichen Schaden auf 0,60 € pro Huhn pro Jahr. Davon wer-
den 0,15 € für Milbenbehandlungen ausgegeben, der Rest entsteht durch verringerte Legeleistung, 
erhöhten Futterverbrauch und vermehrt 2.-Wahl-Eier. Hochgerechnet für die Europäische Union 
bedeutet dies einen durch die Rote Vogelmilbe verursachten Schaden von schätzungsweise 231 Mil-
lionen Euro pro Jahr. 
MOZAFAR (2014a) schätzt die Schäden bei einem starken Milbenbefall höher ein. Durch einen hö-
heren Futterverbrauch, geringeres Eigewicht, geringeres Endgewicht der Legehennen, vermehrt 2.-
Wahl-Eier und eine verminderte Legeleistung wurden je nach Milbenbefall Verluste zwischen 0,27 € 
(leichter Befall) und 2,50 € (starker Befall) je Anfangshenne und Jahr angenommen (MOZAFAR 
2014a). 
2.3.4 D. gallinae als Vektor 
Die Rote Vogelmilbe kann als Vektor für verschiedene Krankheiten fungieren. SOMMER et al. (2016) 
wiesen nach, dass sie als mechanischer Vektor für aviäre Influenza (AI) dienen kann. Allerdings 
konnte das AI-Virus wenige Tage nach dem Saugakt nicht mehr in den Milben nachgewiesen wer-
den. 
Die Rote Vogelmilbe ist auch ein biologischer Vektor für Salmonella enterica ssp. enterica serovar 
Enteritidis. VALIENTE MORO et al. (2010) zeigten, dass sich Milben sowohl per Blutmahlzeit, als auch 
über den Kontakt mittels ihrer Kutikula mit Salmonella Enteritidis infizieren können. Die Salmonellen 
können sich innerhalb der Milbe vermehren und werden sowohl transovariell als auch transstadial 
weitergegeben. Während die infizierten Milben Blut aufnehmen, können sie Salmonellen auf an-
 
9 
dere Hühner übertragen. Auch Salmonella enterica ssp. enterica serovar Gallinarum konnte in Mil-
ben nachgewiesen werden (ZANELLA 2007). Salmonellen können mindestens vier Monate in den 
Milben persistieren (ZEMAN et al. 1982). 
Erysipelothrix rhusiopathiae wurde nach experimenteller Infektion in Roten Vogelmilben nachge-
wiesen, eine Übertragung zwischen Hühnern konnte allerdings nicht beobachtet werden (BRÄNN-
STRÖM et al. 2009). Escherichia coli, Staphylococcus spp. und Mycobacterium spp. konnten ebenfalls 
aus Roten Vogelmilben isoliert werden. Aber auch hier ist unklar, ob eine Übertragung von Huhn zu 
Huhn über die Milben stattfinden kann (DE LUNA et al., 2008, VALIENTE MORO et al. 2009,). 
2.3.5 Gamasoidosis 
PICK (1929) beschreibt die Gamasoidosis als stark juckendes Exanthem, das durch den Stich der Ro-
ten Vogelmilbe ausgelöst wird. Berichte über das Auftreten von Gamasoidosis haben in den letzten 
Jahren zugenommen. Sie kommt häufig bei Menschen vor, die engen Kontakt zu befallenem Geflü-
gel oder Ziervögeln haben. In einigen Fallberichten ist beschrieben, dass der Befall häufig von leeren 
Vogelnestern ausgeht. Oft dauert es lange, bis die richtige Diagnose gestellt und die Milben entdeckt 
werden. Nach Entfernung der Milbenquelle tritt schnell eine Besserung ein (BASELGA et al. 1996, 
ORTON et al. 2000, WAMBIER und DE FARIAS WAMBIER 2012). 
2.4 Bekämpfung der Roten Vogelmilbe 
Um die Milben in Hühnerställen zu bekämpfen gibt, es verschiedene Strategien. Schon beim Stallbau 
sollte man darauf achten, Milben-freundliche Strukturen zu vermeiden (TOUVINEN 2015). In der 
Leerstehzeit der Ställe ist es wichtig Hygienemaßnahmen vorzunehmen, um viele Milben schon vor 
der Einstallung der Tiere zu entfernen. Deshalb sollten die Ställe immer nass gereinigt werden. Zum 
einen werden so viele Milben weggespült, zum anderen schadet auch eine hohe Luftfeuchtigkeit 
den Milben. Danach kann der Stall desinfiziert und mit Akariziden oder Silikatstaub behandelt wer-
den. Es sollte darauf geachtet werden, besonders Ritzen und Spalten, die als Milbenversteck dienen 
können, zu behandeln. Vor der Einstallung neuer Tiere sollten auch diese auf Milbenbefall unter-
sucht werden. Ebenfalls sollten Materialien wie zum Beispiel Transportkäfige immer gründlich ge-
reinigt werden, um Übertragungswege zu minimieren (CHAUVE 1998). Auch nach der Einstallung 
können Milben über Nagetiere, Wildvögel, Vogelnester am Stallgebäude oder Haustiere einge-
bracht werden. Fahrzeuge, Mitarbeiter, externes Personal und Arbeitsgegenstände wie Eierpappen 
können ebenfalls mit Milben kontaminiert sein und sie so von Betrieb zu Betrieb übertragen. Des-
halb ist es wichtig, alle Gegenstände und Personen auf Milbenfreiheit zu kontrollieren. Zwischen 
verschiedenen Stallgebäuden eines Betriebes können die Milben über Fütterungssysteme, Eierbän-
der, Kotbänder oder auch Werkzeuge übertragen werden (MUL und KOENRAADT 2009). Des Wei-
teren sollte man einen Monitoring-Plan erstellen und mittels Milbenfallen beobachten, ob und wie 




Sind so viele Milben vorhanden, dass sie bekämpft werden müssen, gibt es einige Punkte zu beach-
ten. Es sollte gutes Equipment zum Ausbringen der jeweiligen Stoffe genutzt werden um einen op-
timalen Erfolg zu gewährleisten. Die Gebrauchsanleitung sollte gelesen werden und das Produkt in 
einer ausreichenden Menge ausgebracht werden. Wenn ein Produkt nicht den gewünschten Erfolg 
erzielt, sollte man den Grund hierfür finden, um mögliche Fehler zu beheben oder bei einer Resis-
tenz das Produkt nicht mehr nutzen (TOUVINEN 2015). 
2.4.1 Akarizide 
Akarizide gehören zu den Bioziden. Biozide werden in der Verordnung über Biozidprodukte 
(EU) Nr. 528/2012 in vier verschiedene Gruppen unterteilt. Hauptgruppe 1 sind Desinfektionsmittel, 
Hauptgruppe 2 Schutzmittel (zum Beispiel Holzschutzmittel), Hauptgruppe 3 Schädlingsbekäm-
fungsmittel (zum Beispiel Akarizide) und Hauptgruppe 4 sonstige Biozidprodukte. Das Inverkehr-
bringen und die Verwendung von Biozidprodukten regelt  die Verordnung über Biozidprodukte VO 
(EU) Nr. 528/2012. Ein Biozid ist nach der Verordnung ein Stoff, „der dazu bestimmt ist auf andere 
Art als durch bloße physikalische oder mechanische Einwirkung Schadorganismen zu zerstören, ab-
zuschrecken, unschädlich zu machen, ihre Wirkung zu verhindern, oder sie in anderer Weise zu be-
kämpfen“ (VO (EU) 528/2012 Art. 3, Abs. 1). Seit September 2015 müssen alle Wirkstoffe, die in Bi-
ozidprodukten enthalten sind, in einer Positivliste gelistet werden. Diese Unionsliste der 
genehmigten Wirkstoffe wird von der European Chemicals Agency (ECHA) erstellt. 
Akarizide mit genehmigten Wirkstoffen sind zum Beispiel Elector® (Spinosad), EWAZID® EX (Bendi-
ocarb) und CBM 8® MV (Cyphenothrin und Prallethrin). Diese sind frei verkäuflich, dürfen aber nicht 
direkt am Tier angewendet werden. In der Regel haben Akarizide einen neurotoxischen Effekt, 
wodurch nur Larven, Nymphen und Adulte erfasst werden können. Eine ovizide Wirkung haben sie 
meist nicht (RICHTER und UNGEMACH 2014). 
Spinosad gehört zu den makrozyklischen Laktonen und ist ein Gemisch aus Spinosyn A und Spino-
syn D. Es wird aus dem Bodenbakterium Saccharopolyspora spinosa gewonnen (RICHTER und UN-
GEMACH 2014). GEORGE et al. (2010) testeten die Wirkung von Spinosad bei mit Roter Vogelmilbe 
befallenen Legehennen in Käfighaltung. Es gab eine Kontrollgruppe (0,00 g/l Spinosad) und je eine 
Gruppe, die mit einer niedrigen Dosierung (1,94 g/l Spinosad) und einer hohen Dosierung (3,88 g/l 
Spinosad) behandelt wurde. Die Lösung wurde mittels eines Sprühgerätes auf alle zugänglichen 
Oberflächen aufgesprüht. 14 Tage nach der Behandlung konnte eine Milbenreduktion von 87 % 
(niedrige Dosierung) beziehungsweise 97 % (hohe Dosierung) festgestellt werden. Signifikante Aus-
wirkungen auf Mortalität der Legehennen, Eigewicht oder Körpergewicht konnten nicht festgestellt 
werden. In einer anderen Studie wurden Legehennenställe ebenfalls mit zwei verschiedenen Dosie-
rungen behandelt (2 g/l und 4 g/l). Bei der niedrigen Dosierung konnten Wirksamkeiten bis zu 
99,7 % beobachtet werden, bei der hohen Dosierung Wirksamkeiten von 100 %. Bereits nach 56 Ta-
gen lag die Effektivität in dem mit der niedrigen Dosierung behandelten Stall nur noch bei 26,8 %. 
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In dem mit der hohen Dosierung behandelten lag die Wirksamkeit nach 84 Tagen bei 56,8 % (LIE-
BISCH et al. 2011). SHONO und SCOTT (2002) konnten bei Stubenfliegen (Musca domestica) Resis-
tenzen herbeiführen. 
Bendiocarb gehört zu den Carbamaten. Carbamate sind indirekte Parasympathomimetika, die zu 
einer reversiblen Hemmung der Cholinesterase führen (RICHTER und UNGEMACH 2014). Mit einem 
In-vitro-Test an Milbenstämmen aus verschiedenen Regionen Polens wurde eine Effektivität zwi-
schen 100 % und 75,2 % festgestellt (ZDYBEL et al. 2011). 
Gegen viele Akarizide haben sich in den Milbenpopulationen bereits Resistenzen gebildet. Vor allem 
Carbaryl und Permethrin wirken häufig nicht mehr zuverlässig (MARANGI et al. 2009). LIEBISCH und 
LIEBISCH (2003) haben Milben aus deutschen Geflügelbetrieben untersucht und fanden vor allem 
bei Organophospaten, aber auch bei Pyrethroiden, starke Resistenzen. Carbamate waren häufig 
noch gut wirksam. Außerdem wurden auch multiple Resistenzen, also Resistenzen gegenüber mehr 
als einem Wirkstoff, festgestellt. Aufgrund der Resistenzlage werden Biozide oft häufiger und höher 
dosiert angewendet als empfohlen. Dies führt zu erhöhten Rückständen in Eiern und Gewebe und 
gegebenenfalls auch zu Überschreitungen des festgelegten Höchstwertes für Rückstände (Maxi-
mum Residue Limits), falls für das jeweilige Produkt festgelegt. Außerdem werden verbotene Akari-
zide verwendet (MARANGI et al. 2012). Um ein wirksames Akarizid zu finden und die richtige Dosie-
rung für die Anwendung zu ermitteln, ist ein Resistenztest sinnvoll (LIEBISCH und LIEBISCH 2003). 
Durch die häufig mangelnde Effektivität erzielt eine Behandlung mit Akariziden oft nicht den ge-
wünschten Effekt. Deshalb sind Alternativen zu einer alleinigen Behandlung mit Akariziden nötig 
(MARANGI et al. 2009). 
2.4.2 Silikate 
Auch Silikate werden zu den Bioziden gezählt. Im Anhang 1 der Verordnung über Biozidprodukte 
(VO (EU 528/2012) sind zum Beispiel Siliciumdioxid (Kieselgur) und synthetisches amorphes Silici-
umdioxid gelistet. 
Silikatstäube führen zum Lipidverlust der Kutikula der Milben. So wird die Wasserbarriere der Cuti-
kula durchbrochen und Wasser kann über die Cutikula austreten. Dies führt zu einer Dehydration 
der Milben und letztendlich zum Tod. Außerdem konnte festgestellt werden, dass der Staub um die 
Atmungsöffnungen akkumuliert (MEWIS und ULRICHS 1999). In In-vitro-Experimenten gab es eine 
Korrelation zwischen Wasserverlust und LT50-Wert. Sorptive Stäube haben einen kürzeren LT50-Wert 
als Stäube mit abrasiver Wirkung. Zwischen hydrophilen und hydrophoben Substanzen gibt es da-
gegen keinen Unterschied (ULIRICHS et al. 2006). Silikatstäube haben eine geringe ovizide Wirkung 
(SCHULZ 2014), führen aber zu einer reduzierten Eiproduktion (KILPINEN und STEENBERG 2009). 
Auch die Luftfeuchtigkeit hat einen Einfluss auf die Wirksamkeit. Diese ist bei 85 % relativer Luft-
feuchtigkeit deutlich geringer als bei 75 % (KILPINEN und STEENBERG 2009). 
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Bei dem Vergleich verschiedener Silikatstäube kam es je nach Autor zu unterschiedlichen Ergebnis-
sen. SCHULZ (2014) stellte beim Vergleich von natürlichen und synthetischen Präparaten in flüssiger 
und staubförmiger Form fest, dass signifikante Unterschiede in der Wasseraufnahmekapazität der 
Stäube vorhanden sind. Dabei ist die Wasseraufnahmekapazität von amorpher Kieselsäure am bes-
ten, die von amorphem Siliciumdioxid am schlechtesten. In vitro wurde bei der Behandlung mit Kie-
selalgen (Diatomeen) die beste Wirkung erzielt, mit natürlichem Siliciumdioxid (Kieselgur) die 
schlechteste. Verallgemeinert stellte sie fest, dass Stäube mit einer großen Oberfläche auch eine 
gute Wirksamkeit besitzen. Auch MAURER et al. (2009) kamen zu ähnlichen Ergebnissen. Beim Ein-
satz von Siliciumdioxid lag die Mortalität nach sieben Tagen nur bei 52 %. Diatomeenerde war da-
gegen sehr gut wirksam. KILPINEN und STEENBERG (2009) testeten ebenfalls die Auswirkungen von 
verschiedenen Silikatstäuben auf die Rote Vogelmilbe, kamen jedoch zu anderen Ergebnissen. In In-
vitro-Versuchen bewirkte Diathomeenerde die geringste Mortalität, synthetisches amorphes Silici-
umdioxid die höchste. Beide Stäube erzielten bei SCHULZ (2014) Ergebnisse im Mittelfeld. 
Nach Langzeitexposition von Hühnern gegenüber staubförmigem Siliciumdioxid aus einer ökologi-
schen Haltung konnten bei der Schlachtung makroskopisch keine Veränderungen der Atmungsor-
gane festgestellt werden. Histologisch waren vereinzelt geringgradige Entzündungsreaktionen in 
der Trachea sichtbar, in der Lunge gab es keine Entzündungsreaktionen. In allen Lungen konnte 
fremdes Material nachgewiesen werden (vermutlich Staubpartikel), jedoch konnte nicht zwischen 
normalem Stallstaub und Silikatstaub unterschieden werden (SCHULZ 2014). 
2.4.3 Desinfektionsmittel 
Manche Desinfektionsmittel eigenen sich zur Bekämpfung der Roten Vogelmilbe. Interkokask® 
(Wirkstoff p-Chlor-m-Kresol) schädigt sowohl das Chitin der mobilen Milbenstadien als auch die Eier. 
Diese werden durch den Kontakt mit p-Chlor-m-Kresol porzellanartig und schrumpfen (LIEBISCH und 
LIEBISCH 2003). AL HALBOUNI (2015) konnte eine gute Wirksamkeit von Neopredisan® 135-1 (Wirk-
stoff p-Chlor-m-Kresol), Ascarosteril AB (Wirkstoffe o-Hydroxyphenyl-Fettsäure-Eutektikum und 
Peressigsäure) und Preventol® VET 100 (Wirkstoffe 4-Chlor-3-methylphenol, 2-Benzyl-4-chlor-
phenol, Biphenyl-2-ol) gegen alle Stadien der Roten Vogelmilbe inklusive Eier nachweisen. Die Schä-
digung der Eier bringt einen großen Vorteil gegenüber Akariziden, da diese die Eier nicht miterfas-
sen. Deshalb muss hier, im Gegensatz zu den Akariziden, die Behandlung nicht nach sieben Tagen 
wiederholt werden.  
2.4.4 Raubmilben 
Um passende Predatoren für die Rote Vogelmilbe zu finden, wurden Wildvogelnester am Beispiel 
von Staren untersucht. Die vorherrschenden Milben-Spezies in den Nestern waren D. gallinae und 
Androlaelaps casalis. Stieg die Menge an Roten Vogelmilben an, folgte im Anschluss eine deutliche 
Vermehrung der Raubmilben (WOLFS et al. 2012). Aber auch andere natürliche Feinde wie Hy-
poaspis aculeifer wurden in Starennestern gefunden. Beide Spezies sind nicht hämatophag und 
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dadurch gut für die Bekämpfung der Roten Vogelmilbe geeignet (LESNA et al. 2009). Amblyseius 
degenerans und Phytoseilus persimils sind auch Raubmilben, jedoch nicht für die Bekämpfung der 
Roten Vogelmilbe geeignet. Bei in-vitro-Versuchen wurde festgestellt, dass sie keine Roten Vogel-
milben jagen (ALI et al. 2012). 
Wenn man Raubmilben zur Bekämpfung einsetzen will, muss man einige Dinge beachten. LESNA et 
al. (2012) stellten fest, dass sich die Raubmilben eher im Bereich des Bodens und der Einstreu auf-
halten, während sich die Rote Vogelmilbe eher in höhergelegenen Bereichen aufhält. Auch die Tem-
peratur hat einen großen Einfluss auf das Jagdverhalten der Raubmilben, bei 22 °C ist die Aktivität 
deutlich höher als bei 15 °C (ALI et al. 2012). 
2.4.5 Physikalische Behandlung 
Temperaturen über 45 °C und unter -20 °C sind für die Rote Vogelmilbe letal (NORDENFORS et al. 
1999). Auch bei 35 °C kann schon eine vermehrte Mortalität und damit einhergehend ein Rückgang 
der Population beobachtet werden (TUCCI et al. 2008). Erhitzt man die Ställe in der Leerstehzeit 
über 45 °C kann so ein großer Teil der Milben abgetötet werden. Häufig werden die Ställe über zwei 
Stunden auf 60 °C erhitzt oder auf 45 °C über eine längere Zeit (MOZAFAR 2014b). Dieses Verfahren 
wird in Norwegen und Holland schon häufig angewendet. Wichtig bei der Erhitzung ist eine gute 
Luftzirkulation mittels Ventilatoren, um alle Stallbereiche gleichmäßig aufzuheizen. Diese Methode 
ist jedoch mit hohen Kosten verbunden und es besteht die Gefahr, die Stalleinrichtung zu beschädi-
gen. Es wird eine Kombination mit einer chemischen Behandlung empfohlen, um auch Milben zu 
erreichen, die während der Hitzebehandlung in kühlen Verstecken waren (MUL et al. 2009). 
Auch Kältebehandlungen der Ställe mittels flüssigem Stickstoff oder Trockeneis wurden getestet, 
sind aber aufgrund hoher Kosten und möglicher Schäden an der Stalleinrichtung nicht praktikabel 
(MOZAFAR 2014b). 
2.4.6 Impfung 
Gegen andere hämatophage Parasiten, wie zum Beispiel dem Nematoden Haemonchus contortus 
oder der Zecke Rhipicephalus micropulus konnten schon erfolgreich Impfstoffe entwickelt werden 
(GARCIA-GARCIA et al. 1999, NISBET et al. 2016). 
WRIGHT et al. (2016) untersuchten Tropomyosin und Paramyosin (Mikrofilamente, die das Zusam-
menspiel von Aktin und Myosin ermöglichen) als mögliche Kandidaten für einen Impfstoff gegen D. 
gallinae. Sie produzierten rekombinantes Tropomyosin und Paramyosin und injizierten es in Hüh-
ner. Diese bildeten Antikörper, die wiederum oral von den Milben aufgenommen wurden. Die Mor-
talität der Milben war signifikant erhöht (bis zu 23 %). 
LIMA-BARBERO et al. (2019) beschäftigten sich mit dem Protein Akirin, welches an der Immunant-
wort von D. gallinae beteiligt ist. Das rekombinante Akirin wurde mittels Escherichia coli produziert 
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und 25 Wochen alten Hennen injiziert. Dadurch konnte die Eiablage der weiblichen Milben um 42 % 
reduziert werden. 
2.4.7 Ätherische Öle und Pflanzenextrakte 
Ätherische Öle und andere Extrakte aus Pflanzen werden vielfach untersucht, um eine Alternative 
zu Akariziden zu finden. Bisher wurden viele In-vitro-Studien mit zum Teil sehr positiven Ergebnissen 
durchgeführt. KIM et al. (2003) haben 56 verschiedene ätherische Öle getestet. Dafür haben sie 
0,07 mg/cm² des jeweiligen ätherischen Öls auf Filterpapier aufgetragen. Unter anderem bei Lor-
beer-, Zimt-, Wacholder-, Thymian-, und Nelkenöl konnten sie eine Wirksamkeit von 100 % be-
obachten. Die ätherischen Öle von Basilikum und Zitronengras hatten hingegen eine schlechte Wirk-
samkeit. Auch NECHITA et al. (2015) konnten bei Thymian und Lavendel eine gute Wirksamkeit und 
bei Basilikum und Koriander eine schlechte Wirksamkeit feststellen. MAGDAS et al. (2010) stellten 
jedoch eine gute Wirksamkeit von Basilikum fest.  
Diese unterschiedlichen Beobachtungen könnten daran liegen, dass sich die ätherischen Öle dersel-
ben Pflanzenart je nach Herkunft und Wettereinflüssen unterscheiden (HOSSAIN et al. 2014). Bei 
Eukalyptusölen gibt es zum Beispiel starke Unterschiede je nach Spezies. Eucalyptus citridora-Öl 
führte in vitro zu einer Milben-Mortalität von 85 % (0,21 mg/cm², nach 24 Stunden). Eucalyptus glo-
bulus erzielte im gleichen Versuch nur eine Mortalität von 11 % (GEORGE et al. 2008). Außerdem ist 
die Wirksamkeit in geschlossenen Versuchsbehältern deutlich höher als in offenen Behältern. Ver-
mutlich sind die gasförmigen Bestandteile bestimmend für die Wirkung (KIM et al. 2003). Auch 
Rapsöl oder purer Knoblauchsaft zeigten gute Wirksamkeiten (MAURER et al. 2009). 
Allerdings liegen wenige Ergebnisse über die Verträglichkeit ätherischer Öle bei Hühnern vor. SMITH 
et al. (2009) konnten zeigen, dass das ätherische Öl der Poleiminze nicht gut von den Hühnern tole-
riert wurde und auch zu einer Geruchsveränderung der Hühnereier führte. 
2.4.8 Arzneimittel 
Bis September 2017 gab es kein zugelassenes Arzneimittel gegen die Rote Vogelmilbe in Deutsch-
land. Aufgrund des Therapienotstandes nach § 56a Abs. 2 AMG konnte das in Frankreich zugelas-
sene ByeMite® in Deutschland eingeführt werden. Der in ByeMite® enthaltene Wirkstoff Phoxim 
gehört zu den Phenylpyrazolverbindungen und führt zu einer nicht kompetetiven Blockade von 
GABA-gesteuerten Chloridkanälen im Nervensystem. Dieses führt zu Überregung, unkontrollierten 
ZNS-Aktivitäten und schließlich zum Tod von Arthropoden (RICHTER und UNGEMACH 2014). By-
eMite® wird mit Wasser zu einer 2.000 ppm-Phoxim-Gebrauchslösung angemischt und zweimal im 
Abstand von sieben Tagen im Stall versprüht. Davor müssen alle bereits gelegten Eier aus dem Stall 
entfernt werden. Eier, die während der Behandlung oder am Tag der Behandlung gelegt werden, 
müssen entsorgt werden. Die Wartezeit beträgt 12 Stunden auf Eier und 25 Tage auf Fleisch (nach 
der zweiten Behandlung) (HPRA 2013). 
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In vitro lag die Effektivität von Phoxim zwischen 59 % und 100 % (ZDYBEL et al. 2011). ABDEL-GHAF-
FAR et al. (2009) konnten in vitro bei einer Konzentration von 2.000 ppm ebenfalls eine Effektivität 
von 100 % nachweisen, bei einer Konzentration von 1.000 ppm nur noch eine Effektivität zwischen 
91 % und 94 %. MEYER-KÜHLING (2007) untersuchte die Effektivität von ByeMite® in deutschen Le-
gehennenställen. Die behandelten Ställe wurden zweimal im Abstand von sieben Tagen mit 25 ml 
pro Henne einer 2.000 ppm-Phoxim-Gebrauchslösung ausgespritzt. Nach sieben Tagen lag die Wirk-
samkeit bei 99,1 %. Diese konnte bis sieben Wochen nach der ersten Behandlung gehalten werden, 
danach wurden die Ställe nicht weiter beobachtet. In einem französischen Legehennenstall konnten 
KEITA et al. (2006) mit einem ähnlichen Studienaufbau bis zum Studienende (49 Tage nach der ers-
ten Behandlung) eine Wirksamkeit von über 97 % erreichen. 
Seit September 2017 ist das Produkt Exzolt® der Firma MSD Tiergesundheit/Intervet Deutschland 
GmbH verfügbar. Es ist zugelassen für die Behandlung von Junghennen, Elterntieren und Legehen-
nen gegen die Rote Vogelmilbe. Es enthält 10 mg/ml Fluralaner und wird oral an die Hühner verab-
reicht. Die vom Hersteller empfohlene Dosierung beträgt 0,5 mg/kg Körpergewicht, es wird zweimal 
im Abstand von sieben Tagen behandelt. Auf Eier beträgt die Wartezeit null Tage, auf essbare Ge-
webe 14 Tage (EMEA 2017a). 
Fluralaner gehört zu den Isoxazolinen und wirkt antagonistisch auf Liganden-gesteuerte Chlorid-Ka-
näle der Arthropoden (z.B. GABA) und Glutamatrezeptoren (OZOE et al. 2010, GASSEL et al. 2013). 
Dies führt zu unkontrollierten Aktivitäten im zentralen Nervensystem der Arthropoden und so zum 
Tod. Neurotoxische Effekte bei Säugetieren konnten nicht beobachtet werden. Fluralaner wird zu 
fast 100 % an Plasmaproteine gebunden und hat eine gute Bioverfügbarkeit von 91 % nach oraler 
Gabe (EMEA 2017b). Bereits vier Stunden nach der Blutmahlzeit werden die Milben abgetötet. Bei 
einer Behandlung der Hühner zweimal im Abstand von sieben Tagen mit 0,5 mg Fluralaner pro kg 
Körpergewicht konnte auch 15 Tage nach der ersten Applikation noch eine Mortalität der Milben 
von 100 % nachgewiesen werden. 19 Tage nach der ersten Applikation war die Fähigkeit lebensfä-
hige Nymphen zu produzieren noch um 90,8 % reduziert (BRAUNEIS et al. 2017).  
Bei der oralen Gabe von Fluralaner in einer Dosis bis zu 2,5 mg/kg Körpergewicht und bis zu sechs 
Behandlungen innerhalb von zehn Tagen konnte bei Legehennen keine Unverträglichkeit festge-
stellt werden (PROHACZIK et al. 2017). Auch bei Elterntieren wurden bei einer Dosierung von 
1,5 mg/kg Körpergewicht und vier Behandlungen im Abstand von jeweils sieben Tagen keine Auffäl-




3 Tiere, Material und Methoden 
3.1 Einleitung 
Im Jahr 2014 wurde eine Studie durchgeführt, um die Wirksamkeit von Fluralaner in natürlich infi-
zierten Geflügelställen unter praktischen Bedingungen zu testen. Diese Studie wurde in einem Le-
gehennenbetrieb mit zwei Ställen durchgeführt und wird im Folgenden als Dosis-Bestätigungs-Stu-
die bezeichnet. 
Im Jahr 2015 wurde eine weitere Studie durchgeführt, um die Effizienz und die Sicherheit der Flu-
ralaner-Lösung in weiteren kommerziellen Betrieben zu testen. Sie wird im Folgenden als Feldstudie 
bezeichnet und umfasste zwei Junghennenaufzuchtbetriebe, zwei Legehennenbetriebe und einen 
Elterntierbetrieb.  
Voraussetzung für beide Studien war, dass auf den jeweiligen Betrieben zwei möglichst vergleich-
bare Ställe mit ähnlicher Stalleinrichtung vorhanden waren. Futter- und Tränkesysteme sollten iden-
tisch sein. Auch die eingestallten Tiere sollten vom gleichen Typ und Alter sein. Auf den Betrieben 
diente ein Stall als Versuchsstall und wurde mit Fluralaner-Lösung behandelt, der andere diente als 
unbehandelter Kontrollstall. 
Für die Studien wurden jeweils Prüfleiter (Überwachung der Studie, nicht verblindet), Behandler 
(Behandlung, nicht verblindet), Untersucher (Erhebung der Studiendaten, verblindet) und Farmlei-
ter (Erhebung der Leistungsdaten, nicht verblindet) benötigt. 
Um eine Milbenverschleppung zwischen den Ställen zu vermeiden, mussten Stallpersonal, Prüflei-
ter, Untersucher und Behandler Einwegkleidung tragen, die zwischen den Ställen gewechselt wurde. 
3.2 Milbenfallen 
Um den Milbenbefall in den verschiedenen Ställen während der Versuche quantitativ auszuwerten, 
wurden zu definierten Zeitpunkten Milbenfallen in den Ställen ausgelegt. Als Milbenfallen dienten 
ca. 5 cm lange Plastikröhrchen mit 1,5 cm Durchmesser. Im Inneren des Röhrchens war ein passend 
zugeschnittenes, aufgerolltes Stück Wellpappe. Die Fallen wurden von der Firma AviVet B.V. (Nie-




Abbildung 1:  Milbenfalle der Firma AviVet 
Abbildung 2:  Milbenfalle der Firma AviVet, Wellpappe entnommen 
 
Zu Beginn der Studie wurden die Auslegungsorte der Fallen in den jeweiligen Ställen bestimmt. Die 
Fallen sollten möglichst gleichmäßig im Stall angeordnet werden. Sie sollten in der Nähe von Mil-
benaggregaten, auf den Hauptrouten der Milben und vor den Tieren geschützt angebracht werden. 
Diese Anordnung war in beiden Ställen eines Betriebes möglichst identisch und wurde mit numme-
rierten Plastikanhängern gekennzeichnet. Die Auslegungsorte wurden während der gesamten Stu-
die nicht verändert. Je nach Stallgröße und Tierzahl variierte die Anzahl an ausgelegten Fallen (siehe 
3.3 und 3.4). Die Milbenfallen wurden mittels Kabelbindern vormittags an den vorgesehenen Stellen 
im Stall befestigt und nach ca. 24 Stunden wieder entnommen. Dafür wurden die Kabelbinder ge-
löst, die Milbenfallen mit einem Etikett versehen (Datum, Auslegungsort, Stall) und einzeln in ver-




Abbildung 3: Milbenfalle befestigt an einer Kotgrubenabdeckung (Betrieb D) 
Abbildung 4: Milbenfalle befestigt an einer Holzlatte (Betrieb C) 
 
Die Milbenfallen wurden anschließend für mindestens 24 Stunden bei -40 °C tiefgefroren um die 
Milben abzutöten und danach gekühlt zu AviVet B.V. nach Lunteren, Niederlande geschickt. Hier 
wurden die Milbenfallen ausgezählt. Dafür wurde die Wellpappe aus dem Plastikröhrchen entnom-
men und die enthaltenen Milben und Milbeneier in eine Petrischale gegeben und gewogen. Bei ei-
nem Inhalt von bis zu 250 mg wurden unter dem Mikroskop alle Stadien sortiert (Eier, Larven, Nym-
phen, Adulte) und gezählt. Bei einem Inhalt über 250 mg wurden 100 mg der Probe entnommen, 




Abbildung 5: geöffnete Milbenfalle mit Milben 
3.3 Dosis-Bestätigungs-Studie 
Die Dosis Bestätigungs-Studie wurde auf einem Legehennenbetrieb mit zwei identischen Ställen 
durchgeführt. Die Ställe wurden vor der Studie länger als drei Monate nicht mit Antiparasitika oder 
Silikatstaub behandelt. Um eine Milbenübertragung zwischen den Ställen zu vermeiden, mussten 
Stallpersonal, Prüfleiter, Untersucher und Behandler Einwegkleidung tragen, die zwischen den Stäl-
len gewechselt wurde. Der behandelte Stall wird im Folgenden als Behandlungsstall bezeichnet, der 
unbehandelte als Kontrollstall. 
3.3.1 Betrieb A 
Betrieb A war ein Legehennenbetrieb in Ostwestfalen. Stall 1 war der Kontrollstall, hier waren zum 
Zeitpunkt der ersten Behandlung 2699 Lohmann Brown Legehennen (47 Wochen alt) eingestallt. 
Stall 2 war der Behandlungsstall, hier waren 2.714 Lohmann Brown Legehennen (47 Wochen alt) 
eingestallt. Die Hühner wurden in Freilandhaltung gehalten. Der Stall war in verschiedene Funkti-
onsbereiche aufgeteilt. An beiden Seiten gab es einen Scharraum der mit Holzspänen eingestreut 
war. Mittig gab es eine erhöhte Kotgrube mit Tränkelinie, Futterkette und den Nestern. Beide Ställe 
waren in einem Stallgebäude und über einen gemeinsamen Vorraum verbunden. Pro Stall wurden 






Abbildung 6: Räumliche Darstellung Betrieb A inklusive Auslegungspunkte der Milbenfallen 
3.3.2 Behandlung 
Um zu überprüfen, ob auf dem Betrieb ein für die Studie ausreichender Milbenbefall vorhanden 
war, sollten an Tag -7 18 Milbenfallen in beiden Ställen ausgelegt werden. Diese mussten im Durch-
schnitt mindestens 100 mobile D. gallinae Stadien enthalten (Larven, Nymphen, Adulte). 
Die Tiere im Behandlungsstall wurden zwei Mal im Abstand von sieben Tagen mit einer Fluralaner-
Lösung (10 mg/ml) behandelt, die Dosis betrug 0,5 mg Fluralaner/kg KGW. Der Tag der ersten Ap-
plikation ist im Folgenden Tag 0.  
Dafür wurden an Tag -1 vom Behandler im Behandlungsstall 24 zufällig ausgewählte Tiere aus dem 
vorderen, mittleren und hinteren Stallbereich gewogen. Daraus wurde ein Durchschnittsgewicht er-
mittelt und mit der Anzahl an Hennen im Stall multipliziert. Es ergab sich ein geschätztes Gesamt-
gewicht von 5.238 kg. Bei einer Dosierung von 0,5 mg/kg Körpergewicht ergab sich so eine Menge 
von 261,9 ml Fluralaner-Lösung (10 mg/ml) die in das Tränkewasser eingemischt wurde. 
Durch einige Abgänge lag das geschätzte Gesamtgewicht bei der zweiten Applikation an Tag 7 bei 
5.224,5 kg, somit wurden 261,2 ml Fluralaner-Lösung (10 mg/ml) benötigt. 
Es wurde an Tag -1 und an Tag 6 die benötigte Trinkwassermenge gemessen und daraus die benö-




Am Tag der Behandlung wurde im Medikationstank die benötigte Menge Fluralaner-Lösung mit et-
was vorgelegtem Wasser vermischt und dann auf 200 l Flüssigkeit aufgefüllt. Das medikierte Wasser 
wurde in die Tränkeanlage eingespült. Die Behandlung startete kurz nach Einschalten der Stallbe-
leuchtung und endete, als das medikierte Wasser komplett verbraucht war. Danach wurde das Trän-
kesystem mit 70 l Wasser gespült, das zum Spülen genutzte Wasser wurde ebenfalls über die Tränke 
verabreicht und von den Tieren aufgenommen. Nach der Behandlung wurden die Tränkelinien wie-
der an die herkömmliche Tränkwasserversorgung angeschlossen. Die Behandlung wurde so vorge-
nommen, dass der verblindete Untersucher nicht wusste, welcher Stall behandelt wird. 
3.3.3 Monitoring 
Während der Studie wurden an Tag -7, -1, 1, 3, 6, 9, 14 und danach im wöchentlichen Rhythmus 
vom Untersucher Milbenfallen in beiden Ställen ausgelegt, um die Milbenpopulationen zu bewer-
ten. Außerdem wurden vom Untersucher von Tag -1 bis Tag 2, von Tag 6 bis Tag 9 und danach im 
wöchentlichen Abstand klinische Gesundheitskontrollen durchgeführt.  
Der Farmleiter dokumentierte ab Tag -7 die Legeleistung und Anzahl verstorbener Tiere. Die ver-
storbenen Tiere wurden von dem jeweiligen Bestandstierarzt pathologisch untersucht. 
3.4 Feldstudie 
Die Feldstudie wurde in Deutschland an fünf verschiedenen Standorten durchgeführt, war rando-
misiert, mit unbehandeltem Kontrollstall und für das Stallpersonal und den Untersucher verblindet.  
Um eine Milbenverschleppung zwischen den Ställen zu vermeiden, mussten Stallpersonal, Prüflei-
ter, Untersucher und Behandler Einwegkleidung tragen, die zwischen den Ställen gewechselt wurde. 
Der behandelte Stall wird im Folgenden als Behandlungsstall bezeichnet, der unbehandelte als Kon-
trollstall. 
3.4.1 Betrieb B 
Betrieb B war ein Junghennenaufzuchtbetrieb in Ostwestfalen. In beiden Ställen waren Tetra 
Brown Junghennen eingestallt, die an Tag 0 13 Wochen alt waren. Die Junghennen wurden in Bo-
denhaltung auf Stroheinstreu großgezogen. Als zusätzliche Einrichtung gab es höhenverstellbare 
Halbvolieren. Auf den Halbvolieren waren die Tränkelinien angebracht, die Futterkette war auf 
dem Boden angebracht. Beide Ställe waren in einem Stallgebäude und über einen gemeinsamen 
Vorraum miteinander verbunden. Im Behandlungsstall waren an Tag 0 4.625 Tiere, im Kontrollstall 




Abbildung 7: Räumliche Darstellung Betrieb B inklusive Auslegungspunkte der Milbenfallen 
Die Fluralaner-Lösung wurde in einem Medikationstank angemischt und über eine Pumpe in das 




Abbildung 8:  Medikationstank mit Pumpe Betrieb B 
3.4.2 Betrieb C 
Betrieb C war ein Junghennenaufzuchtbetrieb in Ostwestfalen. In beiden Ställen waren verschie-
dene Rassen eingestallt (Tetra Brown, Harco, Blausperber, Sussex, Lohmann LSL). Die Tiere wurden 
in Bodenhaltung gehalten. In der Mitte des Stalls befand sich eine erhöhte Kotgrube mit Rosten, an 
den Seiten gab es einen Scharrbereich der mit Holzspänen eingestreut war. Auf der Kotgrube waren 
Tränkelinien und Futtertröge angebracht. Beide Ställe waren in einem Stallgebäude untergebracht 
und waren durch Türen mit einem gemeinsamen Vorraum verbunden (Abbildung 9). Am Tag 0 wa-
ren die Tiere elf Wochen alt, in beiden Ställen waren 3.070 Tiere. Es wurden jeweils zehn Milbenfal-




Abbildung 9: Räumliche Darstellung Betrieb C inklusive Auslegungspunkte der Milbenfallen 
Die Fluralaner-Lösung wurde in einem Medikationstank angemischt und über eine Pumpe in das 
Tränkesystem eingespeist. 
3.4.3 Betrieb D 
Betrieb D war ein Legehennenbetrieb in Ostwestfalen. Auf dem Betrieb gab es fünf verschiedene 
Altersgruppen in zwei Stallgebäuden. Die Versuchsställe waren beide im gleichen Stallgebäude mit 
insgesamt vier Abteilen. Die Hühner wurden in Freilandhaltung gehalten. Der Stall war in zwei Be-
reiche unterteilt, zum einen eine erhöhte Kotgrube mit angrenzenden Nestern und zum anderen 
einen Scharrbereich der mit Holzspänen eingestreut war. Tränkelinie und Futtertröge befanden sich 
auf der Kotgrube. Im Kontrollstall waren zum Zeitpunkt der ersten Behandlung 546 ISA Legehennen 
(63 Wochen alt) eingestallt. Im Behandlungsstall waren 544 ISA Legehennen (54 Wochen alt) einge-




Abbildung 10: Räumliche Darstellung Betrieb D inklusive Auslegungspunkte der Milbenfallen 
 
Die Fluralaner-Lösung wurde in einem erhöht angebrachten Medikationstank angemischt und ge-
langte mittels Schwerkraft in das Tränkesystem. 
3.4.4 Betrieb E 
Betrieb E war ein Legehennenbetrieb in Südoldenburg. In beiden Ställen waren 40 Wochen alte De-
kalb weiß Hennen eingestallt. Im Kontrollstall waren am ersten Behandlungstag 19.543 Hennen, im 
Behandlungsstall 19.574 Hennen. Die Ställe waren in einem Stallgebäude untergebracht. Jeder Stall 
war durch Gitter in vier Abteile unterteilt. Jeder Stall war mit drei Volierenanlage ausgestattet. In 
den Volieren waren Futterketten, Tränkelinien und Nester untergebracht (Abbildung 11). Pro Stall 




Abbildung 11: Räumliche Darstellung Betrieb E inklusive Auslegungspunkte der Milbenfallen 
Die Fluralaner-Lösung wurde in einem Vorlaufbehälter mit einer geringen Menge Wasser ange-
mischt und mittels eines mechanischen Dosierers (Dosatron der Firma Lubing) zu dem Tränkewasser 
zudosiert. 
3.4.5 Betrieb F 
Betrieb F war ein Elterntierbetrieb in der Oberpfalz. Im Behandlungsstall waren zum Behandlungs-
beginn 28.680 Tiere eingestallt, die 35 Wochen alt waren. Im Kontrollstall waren 27.554 Tiere ein-





Abbildung 12: Räumliche Darstellung Betrieb F inklusive Auslegungspunkte der Milbenfallen 
Die Fluralaner-Lösung wurde in einem Vorlaufbehälter mit einer geringen Menge Wasser ange-
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Um die Studie beginnen zu können, mussten an Tag -14 (Betrieb C: -11) in mehr als 50 % der Fallen 
mehr als 250 (Legehennen/Elterntiere) beziehungsweise mehr als 100 (Junghennen) mobile D. gal-
linae Stadien (Larven, Nymphen und Adulte) enthalten sein. 
Zwischen Tag -7 und Tag -4 wurde in allen Ställen eine Reinigung der kompletten Tränkeanlagen 
vorgenommen. Dies geschah mittels eines Druckreinigungsgerätes oder chemisch mittels Chlor oder 
Säure. 
Wie auch in der Dosis-Bestätigungs-Studie wurden an Tag -1 24 zufällig ausgewählte Tiere aus dem 
vorderen, mittleren und hinteren Stallbereich gewogen, um das gesamte Körpergewicht der zu be-
handelnden Herde zu schätzen. Bei den Junghennen wurde aufgrund des Größenzuwachses der 
Tiere das Körpergewicht an Tag 6 erneut ermittelt. Mittels des geschätzten Gesamtkörpergewichts 
der Versuchsställe wurde die benötigte Menge der Exzolt® (Fluralaner-Lösung, 10 mg/ml) errechnet, 
die Dosis betrug 0,5 mg Fluralaner/kg Körpergewicht. 
Dieses wurde direkt im Medikationstank mit der komplett benötigten Wassermenge vermischt 
(Farm A, B, C) oder mit einer geringeren Wassermenge in einen Vorlaufbehälter gegeben und von 
dort aus mittels eines mechanischen Dosierers dem Trinkwasser zugegeben. Das medikierte Wasser 
wurde anschließend in die Tränkeleitungen eingespült. Die Behandlung startete kurz nach Einschal-
ten der Stallbeleuchtung und endete, als das komplette medikierte Wasser verbraucht war. Am 
Ende der Behandlung wurden Medikationstank/Vorlaufbehälter mit Wasser gereinigt, das Reini-
gungswasser wurde ebenfalls den Tränkelinien zugeführt. Nach der Behandlung wurden die Trän-
kelinien wieder an die herkömmliche Tränkewasserversorgung angeschlossen. Die Behandlung 
wurde so vorgenommen, dass der verblindete Untersucher nicht wusste, welcher Stall behandelt 
wird. 
3.4.7 Monitoring 
Die Fallen wurden an Tag -14 (Stall C: -11), -1, 0, 3, 6, 9 und 14 ausgelegt, danach bis zum Ende der 
Studie im Abstand von 14 Tagen. Außerdem wurden an Tag -1 bis 2, Tag 6 bis 9, Tag 14 und danach 
bis zum Ende der Studie im Abstand von 7 Tagen eine klinische Gesundheitskontrolle durchgeführt. 
Ab Tag -14 wurden zusätzlich bei den Legehennen die Legeleistung erfasst. Eier, die nicht der Güte-
klasse A entsprachen, also zum Beispiel beschädigte oder verschmutzte Schalen hatten, wurden als 
deklassifizierte Eier extra gezählt. Die Anzahl verstorbener Tiere wurde notiert und die Tiere wurden 
pathologisch vom jeweiligen Bestandstierarzt untersucht. 
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3.4.8 Ende der Studie 
Die Studie galt nach einer Versuchsdauer von sechs Monaten nach der ersten Applikation, nach Be-
endigung eines Produktionszyklus, nach einem starken Absinken der Milbenreduktion oder wenn 
der Kontrollstall aufgrund des Tierwohls gegen D. gallinae behandelt werden musste, als beendet. 
3.5 Statistik 
Die statistische Auswertung wurde mit Microsoft Excel 2010 und dem Statistikprogramm IBM® 
SPSS® Statistics (Version 25) durchgeführt. 
Die Milbenreduktion der Fluralaner-Lösung wurde mit der Henderson-Tilton Formel berechnet. Die 
mittlere Anzahl der Milben ist das arithmetische Mittel der mobilen Milbenstadien (Larven, Nym-
phen und Adulte).  






× 100 % 
apost= mittlere Anzahl Milben/Falle im behandelten Stall ab Tag 1 und später 
bpost= mittlere Anzahl Milben/Falle im unbehandelten Stall ab Tag 1 und später 
apre= mittlere Anzahl Milben/Falle im behandelten Stall an Tag -1 
bpre= mittlere Anzahl Milben/Falle im unbehandelten Stall an Tag -1 
 
Das Produkt gilt ab einer Milbenreduktion von ≥ 90 % als wirksam. 
Die Daten wurden mittels Shapiro-Wilk-Test und Kolmogorov-Smirnov-Test auf Normalverteilung 
geprüft. 
Da die mobilen Milbenstadien an den jeweiligen Studientagen, die Tierverluste und die Legeleistung 
größtenteils nicht normalverteilt sind, wurden die Tests auf signifikante Unterschiede zwischen der 





4.1 Betrieb A 
4.1.1 Milbenreduktion 
Sieben Tage vor der ersten Fluralaner-Applikation gab es keinen signifikanten (P  > 0,05) Unter-
schied zwischen der Anzahl an mobilen Milbenstadien im unbehandelten und behandelten Stall. An 
Studientag -1 enthielten die Fallen aus dem Behandlungsstall signifikant (P < 0,05) mehr mobile Mil-
benstadien (x ̅= 2250, 525 – 5654) als die im Kontrollstall (x ̅= 751, 27 - 2230). An Tag 1 nach Beginn 
der Behandlung waren in den Milbenfallen im Behandlungsstall (x ̅= 17, 0 - 99) signifikant (P < 0,05) 
weniger mobile Milbenstadien als im Kontrollstall (x ̅= 1581, 10 - 5875). Dies entspricht einer Mil-
benreduktion von 99,7 %. Vierzehn Tage nach der ersten Applikation waren im Behandlungsstall 
zum ersten Mal keine mobilen Milbenstadien mehr in den Fallen zu finden. Im Kontrollstall nahmen 
die mobilen Milbenstadien ebenfalls ab, an Tag 14 waren x ̅= 446 (4 - 2925) mobile Milbenstadien 
in den Fallen. Dementsprechend waren zu diesem Zeitpunkt signifikant (P < 0,05) mehr mobile Mil-
benstadien im Kontrollstall als im Versuchsstall festzustellen und die Milbenreduktion lag bei 100 %.  
 
Abbildung 13: Betrieb A: durchschnittliche Anzahl mobiler Milbenstadien pro Falle, Stall und Tag und daraus 
resultierende Milbenreduktion durch Anwendung von Fluralaner 
Im weiteren Verlauf nahmen die mobilen Milbenstadien im Kontrollstall weiter ab, so dass am Stu-
dientag 63 noch x ̅= 34 (0 - 324) mobile Milbenstadien in den Fallen enthalten waren, im Versuchs-
stall waren keine mobilen Milbenstadien aufzufinden. Der Unterschied zwischen beiden Ställen war 
signifikant (P < 0,05) und die Milbenreduktion blieb auch bis zu diesem Zeitpunkt bei 100 %. An Tag 
119 (Studienende) waren im Versuchsstall zwar sehr wenige ( x ̅= 1, 0 - 3) mobile Milbenstadien je 
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Falle vorhanden, die Milbenreduktion lag aber dennoch bei annähernd 100 %, obwohl auch im Kon-
trollstall die Milbenzahl zum Studienende gering war (x ̅= 19, 1 - 98, P < 0,05, Abbildung 13, Tabelle 
2). 
 
Tabelle 2: Betrieb A: durchschnittliche Anzahl an mobilen Milbenstadien pro Falle, Stall und Tag und 
Milbenreduktion durch Anwendung von Fluralaner 
Tag 




-7 885,00 1.577,00   
-1 750,67 2.249,72   
1 1.581,17 16,67 99,65 
3 747,33 4,78 99,79 
6 621,39 2,83 99,85 
9 371,28 0,28 99,98 
14 446,33 0,00 100,00 
21 279,72 0,00 100,00 
28 230,94 0,00 100,00 
35 160,11 0,06 99,99 
42 88,33 0,11 99,96 
56 39,92 0,25 99,79 
63 33,72 0,00 100,00 
77 25,11 0,00 100,00 
91 9,56 0,06 99,81 
105 22,28 0,17 99,75 
119 19,44 0,61 98,95 
4.1.2 Zootechnische Parameter 
An Studientag 51, 52 und 53 kam es im Behandlungsstall vermehrt zu Tierverlusten (8, 10 und 7 
Tiere pro Tag). Die verendeten Tiere wurden pathologisch und mikrobiologisch untersucht und 
eine Escherichia coli-Infektion wurde festgestellt. Die Tiere aus diesem Stall wurden über fünf Tage 
mit dem Antibiotikum Colistin behandelt. Ab Studientag 54 waren die Tierverluste im Behand-
lungsstall rückläufig, zwischen Studientag 54 und Studientag 61 verstarben im Behandlungsstall 
nur noch drei Tiere. Im Kontrollstall gab es während des Versuches mit insgesamt 67 eine nicht 
wesentlich niedrigere Verlustrate als im Behandlungsstall mit 87 Tieren (P > 0,05). Es konnten 





Abbildung 14: Betrieb A: Box-Whisker-Plot (Median: 2. Quartil, Box 1. bis 3. Quartil, Whisker bis zum 1,5fa-
chen Interquartilsabstand, Ausreißer größer als 1,5facher Interquartilsabstand) der Lege-
leistung (%) im Kontrollstall (n=140) und Behandlungsstall (n=140) über den gesamten Be-
obachtungszeitraum. Kein signifikanter (P > 0,05) Unterschied zwischen Behandlungsstall 
und Kontrollstall. 
Die Legeleistung Im Kontrollstall lag während der Studie bei x ̅= 2330 Eiern und im Behandlungsstall 
bei x ̅= 2345 Eiern. Das entspricht einer durchschnittlichen Legeleistung von 87,9 % im Behandlungs-
stall und 87,5 % im Kontrollstall. Es konnte kein signifikanter (P > 0,05) Unterschied zwischen beiden 







Abbildung 15: Betrieb A: Legeleistung im Studienverlauf. Kein signifikanter (P > 0,05) Unterschied zwi-
schen Behandlungsstall und Kontrollstall. 
 
4.2 Betrieb B 
4.2.1 Milbenreduktion 
An Tag -14 waren im Behandlungsstall x ̅= 587 (8 - 2203) mobile Milbenstadien pro Falle vorhanden, 
im Kontrollstall war die Zahl mit x ̅= 299 (19 - 929) zwar geringer, dieser Unterschied war aber nicht 
signifikant (P > 0,05). Einen Tag vor der Behandlung waren im Behandlungsstall mit x ̅= 430 
(105 - 853) mobilen Milbenstadien signifikant (P < 0,05) weniger mobile Milbenstadien als im Kon-
trollstall mit x ̅= 998 (393 - 1868) vorhanden. An Tag 3 wurden im Behandlungsstall noch x ̅= 18 
(1 - 141) mobile Milbenstadien pro Falle gezählt, im Kontrollstall waren es mit x ̅= 892 (363 - 1548) 
deutlich mehr. Die Milbenreduktion durch die Fluralaner-Anwendung lag bei 95,3 %, der Unter-




Abbildung 16: Betrieb B: durchschnittliche Anzahl mobiler Milbenstadien pro Falle, Stall und Tag und daraus 
resultierende Milbenreduktion durch Anwendung von Fluralaner 
Bis Studientag 14 sanken die Zahlen an mobilen Milbenstadien in beiden Ställen kontinuierlich. An 
diesem Tag konnte die höchste Milbenreduktion erreicht werden, sie lag bei 99,7 %. Zu diesem Zeit-
punkt waren im Behandlungsstall fast keine (x ̅= 0, 0 - 3) mobilen Milbenstadien in den Fallen anzu-
treffen, während im Kontrollstall mit x ̅= 230 (42 - 523) noch erhebliche Anzahlen mobiler Mil-
benstadien festgestellt wurden. Der Unterschied zwischen beiden Ställen war signifikant (P < 0,05). 
Zum Ende des Versuchsdurchgangs am Versuchstag 42 lag die Milbenreduktion im Behandlungsstall 
im Vergleich zum Kontrollstall bei 96,0 %, auch wenn in beiden Ställen nur noch wenige mobile Mil-
benstadien zu finden waren (Behandlungsstall: x ̅= 0, 0 – 1; Kontrollstall: x ̅= 6, 0 - 15). Trotz der ins-
gesamt geringen Milbenzahlen konnte ein signifikanter (P < 0,05) Unterschied festgestellt werden 
(Abbildung 16, Tabelle 3). 
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Tabelle 3: Betrieb B: durchschnittliche Anzahl an mobilen Milbenstadien pro Falle, Stall und Tag und 
Milbenreduktion durch Anwendung von Fluralaner 
Tag 




-14 587,40 298,80  
-1 430,30 997,50  
0 222,30 554,60 7,08 
3 18,10 892,70 95,30 
6 5,20 828,40 98,54 
9 0,90 648,00 99,68 
14 0,30 230,10 99,70 
28 0,40 144,20 99,36 
42 0,10 5,80 96,00 
4.2.2 Zootechnische Parameter 
Im Behandlungsstall gab es während des Versuches insgesamt 4 Tierverluste, im Kontrollstall wa-
ren es im Versuchszeitraum 7. Es gab keinen signifikanten Unterschied (P > 0,05) zwischen beiden 
Ställen und es konnten keine klinischen Effekte festgestellt werden, die auf die Behandlung mit 
Fluralaner zurückzuführen sind. 
4.3 Betrieb C 
4.3.1 Milbenreduktion  
Elf Tage vor der Behandlung waren im Kontrollstall x ̅= 307 (70 - 1010) mobile Milbenstadien pro 
Falle vorhanden. Im Behandlungsstall waren mit x ̅= 395 (62 - 1013) ähnlich viele mobile Milbensta-
dien in den Fallen, der Unterschied war nicht signifikant (P > 0,05). Einen Tag vor Behandlungsbe-
ginn war der Unterschied zwischen beiden Ställen weiterhin nicht signifikant (P > 0,05), im Kon-
trollstall waren aber mit x ̅= 347 (42 - 859) weniger mobile Milbenstadien in den Fallen vorhanden 
als im Behandlungsstall mit x ̅= 1074 (247 - 5469). An Studientag 3 gab es einen signifikanten 
(P < 0,05) Unterschied zwischen beiden Ställen, im Kontrollstall waren x ̅= 691 (263 - 1166) mobile 
Milbenstadien pro Falle, im Behandlungsstall mit x ̅= 19 (1 - 99) deutlich weniger. Die Milbenreduk-




Abbildung 17: Betrieb C: durchschnittliche Anzahl mobiler Milbenstadien pro Falle, Stall und Tag und daraus 
resultierende Milbenreduktion durch Anwendung von Fluralaner 
In den darauffolgenden Tagen sanken die Zahlen an mobilen Milbenstadien im Behandlungsstall ab, 
an Tag 9 konnten kaum noch mobile Milbenstadien gefunden werden, an Tag 14 gar keine. Vierzehn 
Tage nach Behandlungsbeginn waren auch im Kontrollstall weniger mobile Milbenstadien (x ̅= 89, 
3 - 294) als zu Beginn der Studie. Ab Tag 6 lag die Milbenreduktion bei annähernd 100 %, ab Tag 14 
waren mit einer Reduktion von 100 % die Milben im Behandlungsstall praktisch völlig beseitigt und 
der Unterschied zwischen beiden Ställen war nachhaltig signifikant (P < 0,05). Die Anzahl an mobilen 
Milbenstadien sank im Kontrollstall in der Folge weiterhin ab. An Tag 42 (Versuchsende) wurden in 
Betrieb C das letzte Mal Fallen ausgelegt. Die Milbenreduktion durch Fluralaner lag zu diesem Zeit-
punkt immer noch bei 99,6 %, aber auch im Kontrollstall waren mit x ̅= 8 (0 - 42) nur noch sehr we-
nige mobile Milbenstadien in den Fallen zu zählen. Trotz der zu diesem Zeitpunkt geringen Milben-
population in beiden Ställen war doch immer noch ein signifikanter (P < 0,05) Unterschied zwischen 




Tabelle 4: Betrieb C: durchschnittliche Anzahl an mobilen Milbenstadien pro Falle, Stall und Tag und 
Milbenreduktion durch Anwendung von Fluralaner 
Tag 




-11 307,40 394,70  
-1 347,40 1.073,90  
0 360,50 388,30 65,16 
3 690,80 19,30 99,10 
6 328,60 2,90 99,71 
9 337,20 0,90 99,91 
14 88,50 0,00 100,00 
28 71,70 0,40 99,82 
42 7,60 0,10 99,57 
4.3.2 Zootechnische Parameter 
Im Behandlungsstall gab es während des Versuchs insgesamt 16 Tierverluste, im Kontrollstall waren 
es im Versuchszeitraum 11. Der Unterschied zwischen beiden Ställen war nicht signifikant (P > 0,05). 
Es konnten keine klinischen Effekte festgestellt werden, die auf die Behandlung mit Fluralaner zu-
rückzuführen sind. 
4.4 Betrieb D 
4.4.1 Milbenreduktion  
An Studientag -14 gab es im Betrieb D keine signifikanten (P > 0,05) Unterschiede zwischen der An-
zahl an mobilen Milbenstadien im Kontrollstall (x ̅= 2807, 191 - 5090) und im Behandlungsstall 
(x ̅= 2606, 131 - 6340). Einen Tag vor der ersten Applikation waren im Kontrollstall mit x ̅= 1673 
(15 - 3329) zwar weniger mobile Milbenstadien in den Fallen als im Behandlungsstall mit x ̅= 2138 
(101 - 6228) auszuzählen, dieser geringe Unterschied zwischen beiden Ställen war aber nicht signi-
fikant (P > 0,05). An Studientag 3 waren im Kontrollstall mit x ̅= 894 (14 - 1757) deutlich weniger 
mobile Milbenstadien in den Fallen als zuvor, aber im Behandlungsstall gingen die Zahlen erheblich 
dramatischer zurück (x ̅= 23, 0 - 72). Daraus ergab sich eine signifikant (P < 0,05) Differenz zwischen 
beiden Ställen bei einer Milbenreduktion von 98 % im Behandlungsstall. In den nächsten Tagen ging 
die Anzahl an mobilen Milbenstadien in Behandlungsstall weiter zurück und die Milbenreduktion 




Abbildung 18: Betrieb D: durchschnittliche Anzahl mobiler Milbenstadien pro Falle, Stall und Tag und daraus 
resultierende Milbenreduktion durch Anwendung von Fluralaner 
Zu diesem Zeitpunkt waren im Kontrollstall (x ̅= 1496, 7 - 3680) weiterhin signifikant (P < 0,05) mehr 
mobile Milbenstadien in den Fallen enthalten als im Behandlungsstall (x ̅= 2, 0 - 5). Im weiteren Ver-
lauf stieg die Anzahl an mobilen Milbenstadien im Behandlungsstall nach Tag 56 allerdings wieder 
an, so dass an Tag 70 nur noch eine Milbenreduktion von 51,3 % erreicht werden konnte. Zu diesem 
Zeitpunkt gab es zwischen beiden Ställen keinen signifikanten (P > 0,05) Unterschied mehr. Im Kon-
trollstall waren x ̅= 490 (21 - 1769) mobile Milbenstadien in den Fallen, im Behandlungsstall x ̅= 305 
(0 - 1061). An Tag 84 stieg die Anzahl an mobilen Milbenstadien im Behandlungsstall im Gegensatz 
zum Kontrollstall deutlich an (x ̅= 1549, 51 - 3657), so dass am Versuchsende tatsächlich mehr Mil-
ben im Behandlungsstall als im Kontrollstall (x ̅= 161, 6 - 445) gefangen wurden (P < 0,05, Abbildung 
18, Tabelle 5).  
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Tabelle 5: Betrieb D: durchschnittliche Anzahl an mobilen Milbenstadien pro Falle, Stall und Tag und 
Milbenreduktion durch Anwendung von Fluralaner 
Tag 




-14 2.807,38 2.606,13  
-1 1.673,38 2.138,25  
0 961,00 309,63 74,79 
3 893,88 22,63 98,02 
6 785,25 29,13 97,10 
9 930,00 2,63 99,78 
14 621,88 1,38 99,83 
28 1.495,63 1,50 99,92 
42 537,75 1,25 99,82 
56 1.409,38 45,38 97,48 
70 490,00 305,13 51,27 
84 161,38 1.549,38 0,00 
4.4.2 Zootechnische Parameter 
Während des Versuchs gab es in beiden Ställen jeweils 17 Tierverluste und somit keinen signifikan-
ten (P > 0,05) Unterschied zwischen Kontrollstall und Behandlungsstall. Es konnten keine klinischen 






Abbildung 19:  Betrieb D: Box-Whisker-Plot (Median: 2. Quartil, Box 1. bis 3. Quartil, Whisker bis zum 
1,5fachen Interquartilsabstand, Ausreißer größer als 1,5facher Interquartilsabstand) der 
Legeleistung (%) im Kontrollstall (n=120) und Behandlungsstall (n=120) über den gesamten 
Beobachtungszeitraum. Signifikant (P < 0,05) geringere Legeleistung im Kontrollstall als im 
Behandlungsstall. 
Im Kontrollstall lag die Legeleistung bei x ̅= 378 (280 - 463) Eiern pro Tag, im Behandlungsstall bei 
x ̅= 458 (346 - 497). Das entspricht einer durchschnittlichen Legeleistung von 85,2 % im Behand-
lungsstall und 70,1 % im Kontrollstall. Die durchschnittliche Legeleistung ist so im Kontrollstall signi-




Abbildung 20:  Betrieb D: Legeleistung im Verlauf. Signifikant (P < 0,05) geringere Legeleistung im Kon-
trollstall als im Behandlungsstall. 
Im Kontrollstall wurden während des Versuchs x ̅= 14,3 (4 - 26) Eier pro Tag deklassifiziert. Das ent-
spricht 3,8 % an der gesamten Legeleistung. Im Behandlungsstall wurden x ̅= 23,6 (4 - 49) Eier pro 
Tag und somit 5,2 % der Eier deklassifiziert. Im Behandlungsstall wurden im Ergebnis signifikant 
(P < 0,05) mehr Eier deklassifiziert als im Kontrollstall. 
4.5 Betrieb E 
4.5.1 Milbenreduktion 
An Studientag -14 gab es im Betrieb E keinen signifikanten Unterschied (P > 0,05) an mobilen Mil-
benstadien zwischen Kontrollstall und Behandlungsstall. Im Kontrollstall waren mit x ̅= 1011 
(9 - 4267) ähnlich viele mobile Milbenstadien pro Falle wie im Behandlungsstall mit x ̅= 1095 
(1 - 4419) vorhanden. Einen Tag vor Behandlungsbeginn wurden im Behandlungsstall x ̅= 409 
(1 - 1515) mobile Milbenstadien pro Falle gezählt, im Kontrollstall waren es x ̅= 568 (35 - 1679) und 
der Unterschied zwischen den Ställen war damit weiterhin nicht signifikant (P > 0,05). Drei Tage 
nach der ersten Applikation sank in beiden Ställen die Anzahl an beweglichen Milbenstadien ab. Im 
Kontrollstall waren nur noch x ̅= 234 (9 - 916) bewegliche Milbenstadien pro Falle festzustellen, im 
Behandlungsstall lag der Wert mit x ̅= 22 (2 - 128) noch niedriger (P < 0,05) und die Milbenreduktion 




Abbildung 21: Betrieb E: durchschnittliche Anzahl mobiler Milbenstadien pro Falle, Stall und Tag und daraus 
resultierende Milbenreduktion durch Anwendung von Fluralaner 
Im weiteren Verlauf schwankte die Zahl der mobilen Milbenstadien im Kontrollstall stark, die im 
Behandlungsstall blieb gering und nahm weiter ab. Die höchste Milbenreduktion wurde mit 99,9 % 
an Tag 28 erreicht. Hier waren im Kontrollstall x ̅= 278 (14 - 1284) mobile Milbenstadien in den Mil-
benfallen, im Behandlungsstall waren nahezu keine mobilen Milbenstadien mehr vorhanden (x ̅= 0, 
0 - 2). Der Unterschied zwischen den Ställen war signifikant (P < 0,05). In den darauffolgenden Tagen 
stiegen die Zahlen der mobilen Milbenstadien im Behandlungsstall langsam wieder an, die im Kon-
trollstall sanken ab. In der Folge waren am Tag 84 im Behandlungsstall mit x ̅= 118 (0-963) signifikant 
(P < 0,05) mehr mobile Milbenstadien als im Kontrollstall (x ̅= 10, 0-39) vorhanden, eine wesentliche 
Milbenreduktion fehlte ab diesem Versuchstag (0 % Milbenreduktion). Ein Behandlungseffekt 
konnte in der Folge bis Versuchsende nicht gesehen werden (P > 0,05, Abbildung 21, Tabelle 6). 
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Tabelle 6: Betrieb E: durchschnittliche Anzahl an mobilen Milbenstadien pro Falle, Stall und Tag und 
Milbenreduktion durch Anwendung von Fluralaner 
Tag 




-14 1.010,80 1.095,25  
-1 409,10 568,35  
0 561,45 106,10 86,40 
3 233,65 21,75 93,30 
6 7.523,60 9,80 99,54 
9 193,05 0,80 99,70 
14 150,00 0,20 99,90 
28 277,95 0,35 99,91 
42 138,75 0,35 99,82 
57 362,00 3,10 99,38 
63 347,00 6,10 99,73 
70 16,95 16,85 28,44 
84 9,75 117,55 0,00 
98 35,35 153,05 0,00 
112 265,90 459,95 0,00 
4.5.2 Zootechnische Parameter 
Während des Versuchs gab es im Kontrollstall insgesamt 252 Tierverluste, im Behandlungsstall 235. 
Es gab keinen signifikanten (P > 0,05) Unterschied zwischen beiden Ställen. Es konnten keine klini-




Abbildung 22: Betrieb E: Box-Whisker-Plot (Median: 2. Quartil, Box 1. bis 3. Quartil, Whisker bis zum 1,5fa-
chen Interquartilsabstand, Ausreißer größer als 1,5facher Interquartilsabstand) der Lege-
leistung (%) im Kontrollstall (n=127) und Behandlungsstall (n=127) über den gesamten Be-
obachtungszeitraum. Signifikant (P < 0,05) geringere Legeleistung im Kontrollstall als im 
Behandlungsstall. 
Die Tiere im Kontrollstall zeigten eine Legeleistung von x ̅= 18019 (17010 - 18630) Eiern pro Tag, das 
entspricht einer durchschnittlichen Legeleistung von 92,7 %. Die Tiere im Behandlungsstall legten 
x ̅= 18262 (17010 - 18900) Eier pro Tag, die durchschnittliche Legeleistung lag bei 93,8 %. Die Tiere 
aus dem Behandlungsstall legten signifikant (P < 0,05) mehr Eier als jene aus dem Kontrollstall (Ab-




Abbildung 23: Betrieb E: Legeleistung im Studienverlauf. Signifikant (P < 0,05) geringere Legeleistung im 
Kontrollstall als im Behandlungsstall. 
Im Kontrollstall wurden während der Versuchsdauer x ̅= 265 Eier deklassifiziert. Das entspricht 1,5 % 
an der gesamten Eiermenge. Im Behandlungsstall wurden mit x ̅= 181 Eiern beziehungsweise 1,0 % 
signifikant (P < 0,05) weniger Eier deklassifiziert. 
4.6 Betrieb F 
4.6.1 Milbenreduktion 
An Studientag -14 waren im Behandlungsstall x ̅= 2252 (84 - 5352) mobile Milbenstadien pro Falle, 
im Kontrollstall x ̅= 1620 (184 - 4551) vorhanden. Es gab zu diesem Zeitpunkt keinen signifikanten 
(P > 0,05) Unterschied zwischen beiden Ställen. Einen Tag vor der ersten Fluralaner-Anwendung wa-
ren im Behandlungsstall mit x ̅= 1148 (121 - 3349) signifikant (P < 0,05) mehr mobile Milbenstadien 
als im Kontrollstall mit x ̅= 521 (75 - 3044) auszuzählen. Drei Tage nach der ersten Fluralaner-Appli-
kation war die Anzahl an mobilen Milbenstadien mit x ̅= 9 (0 - 65) im Behandlungsstall signifikant 
(P < 0,05) geringer als Kontrollstall mit x ̅= 360 (41 - 1665). Das entspricht einer Milbenreduktion von 
98,9 %. In den nächsten Tagen sank die Zahl an mobilen Milbenstadien unabhängig von der Behand-
lung in beiden Ställen ab. Nach 14 Tagen waren im Behandlungsstall keine mobilen Milbenstadien 
mehr in den Fallen vorhanden, während im Kontrollstall trotz reduzierter Anzahl in allen Fallen Mil-
ben gefunden wurden (x ̅= 137, 23 - 775). Der Unterschied zwischen Behandlungsstall und Kon-
trollstall war weiterhin signifikant (P < 0,05) und die Milbenreduktion lag bei 100 %. In den darauf-
folgenden Tagen blieb die Anzahl an mobilen Milbenstadien im Behandlungsstall recht konstant 




Abbildung 24: Betrieb F: durchschnittliche Anzahl mobiler Milbenstadien pro Falle, Stall und Tag und daraus 
resultierende Milbenreduktion durch Anwendung von Fluralaner 
Auch nach 98 Tagen lag die Milbenreduktion durch Fluralaner-Anwendung noch bei 99,8 %. Im Be-
handlungsstall waren zu diesem Zeitpunkt nur noch vereinzelt Milben zu finden (x ̅= 1, 0 – 6), im 
Kontrollstall lag die Zahl deutlich höher (x ̅= 236, 29 - 1188). Der Unterschied zwischen beiden Stäl-
len war auch an diesem Tag signifikant (P < 0,05). Auch nach 112 Tagen war die Differenz zwischen 
Behandlungsstall und Kontrollstall weiterhin signifikant, im Behandlungsstall stieg die Anzahl an mo-
bilen Milbenstadien mit x ̅= 40 (0 - 132) jedoch deutlich an. Im Kontrollstall waren zu diesem Zeit-
punkt x ̅= 335,04 (48 - 1240) mobile Milbenstadien pro Falle. Die Milbenreduktion lag bei 94,5 %. 
Nachfolgend stieg die Anzahl an mobilen Milbenstadien in beiden Ställen weiter an. So wurden an 
Studientag 140 im Behandlungsstall x ̅= 396 (66 - 962) mobile Milbenstadien gefangen und eine ähn-
liche Anzahl von x ̅= 349 (46 - 737) im Kontrollstall. Zwischen beiden Ställen gab es am Studienende 
keinen signifikanten (P > 0,05) Unterschied mehr und die Milbenreduktion lag nun bei nur noch 
48,5 % (Abbildung 24, Tabelle 7). 
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Tabelle 7: Betrieb F: durchschnittliche Anzahl an mobilen Milbenstadien pro Falle, Stall und Tag und 
Milbenreduktion durch Anwendung von Fluralaner 
Tag 






-14 2.251,92 1.620,25  
-1 1.147,54 521,04  
0 213,63 315,21 69,23 
3 8,71 360,29 98,90 
6 2,04 168,50 99,45 
9 0,46 162,33 99,87 
14 0,00 137,38 100,00 
28 0,08 88,63 99,96 
42 0,04 93,96 99,98 
56 0,04 36,25 99,95 
70 0,25 90,29 99,87 
84 0,83 137,54 99,72 
98 1,04 236,38 99,80 
112 40,42 335,04 94,52 
126 134,58 359,13 82,98 
140 396,21 349,33 48,50 
4.6.2 Zootechnische Parameter 
Während des Versuchs gab es im Behandlungsstall insgesamt 553 Tierverluste, im Kontrollstall 658. 
Die verhältnismäßig hohen Tierverluste resultieren unter anderem aus zwischenzeitlich ausgemerz-
ten Zuchthähnen. Aufgrund der nicht getrennten Erfassung von aus züchterischen Gründen gemerz-
ten und verstorbenen Tieren wurde ein statistischer Vergleich beider Gruppen nicht vorgenommen. 





Der Befall mit der Roten Vogelmilbe ist ein großes Problem in Geflügelhaltungen in Deutschland, 
aber auch weltweit. Durch den, je nach Temperatur, häufig sehr kurzen Entwicklungszyklus kann es 
recht schnell zu einem deutlichen Anstieg der Milbenpopulation kommen. Dies kann zu starken ge-
sundheitlichen Problemen beim Tier, aber auch bei Menschen, führen. Es kann zu Leistungsdepres-
sionen kommen, außerdem gibt es auch tierschutzrelevante Auswirkungen auf die betroffenen 
Tiere (SPARAGANO et al. 2009, KILPINEN et al. 2005, VAN EMOUS 2005, NORDENFORS et al. 1999). 
Die Entwesung betroffener Ställe erweist sich oft als schwierig. D. gallinae versteckt sich tagsüber 
vor allem in Ecken und Ritzen und ist so für etwaige Behandlungen, wie Spray-Applikationen von 
Akariziden oder Silikatstäuben, nur schwer zugänglich (ENTREKIN und OLIVER 1982). Da die Rote 
Vogelmilbe auch im leerstehenden Stall mindestens neun Monate überdauern kann (DEPLAZES et 
al. 2012) reichen die normalen Leerstehzeiten in der Serviceperiode nicht aus, um den Milbenbefall 
zu reduzieren. Immer mehr gegen die Rote Vogelmilbe wirksame Akarizide, wie zum Beispiel 
Abamectin, sind verboten (Durchführungsverordnung (EU) 2019/168). Bei weiterhin erlaubten 
Wirkstoffen gibt es zum Teil schwierige Resistenzlagen (MARAGANI et al. 2012, LIEBISCH und LIE-
BISCH 2003).  
Häufig bleibt deshalb trotz einer Behandlung eine recht große Menge an Roten Vogelmilben im Stall 
zurück, die durch die schnelle Vermehrung in kurzer Zeit wieder zu einem problematischen Befall 
anwachsen kann. Im Bereich der Bekämpfung der Roten Vogelmilbe steckt also noch viel For-
schungsbedarf und Entwicklungspotential. Dies wird auch verdeutlicht durch das durch die Europä-
ische Union geförderte Projekt COREMI (Control Red Mite). In diesem Projekt kommen Wissen-
schaftler aus mehreren unterschiedlichen Ländern der EU zusammen, um sich auszutauschen und 
so neue Lösungsansätze für die Bekämpfung der Roten Vogelmilbe zu finden (ANON. 2016).  
Seit 2017 ist der Wirkstoff Fluralaner für die Behandlung von Hühnern gegen die Rote Vogelmilbe in 
Deutschland zugelassen. Fluralaner wurde in vorangegangenen Studien schon für die Behandlung 
von Hunden und Katzen gegen Ektoparasiten getestet. Es konnte Effizienz auf Ctenocephalides felis 
und Ixodes ricinus bei Hunden nachgewiesen werden (TAENZLER et al. 2014, WENGENMAYER et al. 
2014). 
Fluralaner hat auch eine Zulassung als Arzneimittel für die Behandlung von Hühnern. Die Wartezeit 
auf Eier beträgt null Tage, auf essbare Gewebe 14 Tage (EMEA 2017a). Um diese Zulassung als Arz-
neimittel zu erlangen, müssen Produkte bei der Zieltierart in der vorgesehenen Dosierung auf klini-
sche Wirksamkeit und Verträglichkeit getestet werden (Richtlinie 2001/82/EG). Ein Teil dieser Ver-
suche fand in Deutschland statt, der andere Teil im europäischen Ausland. Die Ergebnisse der 




Das Ziel der eigenen Untersuchung war es festzustellen, ob mit der Behandlung mit Fluralaner in 
verschiedenen Nutzungs- und Betriebsarten eine Milbenreduktion von mindestens 90 % erreicht 
werden kann und das neue Produkt damit als wirksam anzusehen ist. Dieses Ziel wurde in allen 
Betrieben erreicht und auch stark übertroffen. In drei Betrieben wurde zeitweise eine Milbenreduk-
tion von 100 % erreicht (Betrieb A, Betrieb C, Betrieb F), in den anderen drei Betrieben eine Reduk-
tion von über 99 % (Betrieb B, Betrieb D, Betrieb E). Die Dauer der Milbenreduktion unterschied sich 
jedoch von Betrieb zu Betrieb zum Teil stark. In den Aufzuchtbetrieben konnte eine Milbenreduktion 
von 96 % (Betrieb B) beziehungsweise 99,6 % (Betrieb C) nach einem Zeitraum von 42 Tagen beo-
bachtet werden. Aufgrund der nachfolgenden Umstallung in Legebetriebe war eine weitere Be-
obachtung nicht möglich. Bei den Legehennen konnte die längste Milbenreduktion über 90 % bei 
Betrieb A erzielt werden. Hier lag die Milbenreduktion auch an Studientag 119 noch bei 99 %. Auf-
grund der anschließenden Ausstallung konnte der Verlauf auch hier nicht weiter beobachtet wer-
den. In Betrieb D und Betrieb E sank die Milbenreduktion bereits nach 70 Tagen unter 90 %. Bei den 
Elterntieren (Betrieb F) konnte an Studientag 112 noch eine Milbenreduktion von 94,5 % festgestellt 
werden, aber an Tag 126 sank auch hier die Milbenreduktion unter 90 %. Das Produkt ist also in der 
verwendeten Darreichungsform als sehr wirksam einzustufen.  
THOMAS et al. (2017) konnten die eigenen Befunde im Prinzip bestätigen. Sie berichteten in Lege-
hennenbetrieben im europäischen Ausland Milbenreduktionen von über 90 % über längere Zeit-
räume, bis zu einer Dauer von 34 Wochen. In der vorliegenden Arbeit war die Wirkdauer deutlich 
kürzer. Sie betrug bis zu 16 Wochen (Betrieb A), in Betrieb D hielt sie nur 8 Wochen an. Diese 
Schwankungen können verschiedene Ursachen haben. Ein Grund könnte eine zu geringe Fluralaner-
Dosierung in Betrieben der eigenen Studie sein. Die hier untersuchten Legehennen (Betrieb D und 
E) wurden in Freilandhaltung gehalten. Die Zäune der jeweiligen Ausläufe grenzten direkt aneinan-
der. Es ist möglich, dass vor der Behandlung durch zum Beispiel Hunde, Raubtiere oder Heißluftbal-
lons eine Panik hervorgerufen wurde und Tiere über den Zaun in den anderen Auslauf gelangten. 
Dadurch hätten im Behandlungsstall mehr Tiere vorhanden sein können als vermutet und das Me-
dikament wäre dann möglicherweise unterdosiert worden. In Betrieb D löste ein landender Heiß-
luftballon vor einigen Jahren eine Panik aus, so dass geschätzt 10 % bis 20 % der Hühner in den 
anderen Auslauf gelangten. Solche Ereignisse konnten von den Betriebsleitern aber bei den Ver-
suchsherden nicht beobachtet werden und sind so als eher unwahrscheinlich einzustufen. 
Auch die Haltungsform könnte Einfluss auf die Dauer der Milbenreduktion haben. Die Tiere aus die-
ser Studie wurden in Bodenhaltung oder Freilandhaltung gehalten. Bei der Freilandhaltung konnte 
ein Kontakt zwischen Tieren aus der Kontroll- und der Behandlungsgruppe nicht vermieden werden. 
Da die Hühner nur tagsüber Zugang zum Auslauf hatten und die Rote Vogelmilbe in dieser Zeit inak-
tiv ist und sich in Ritzen und Spalten im Stall aufhält, ist eine Übertragung von Milben zwischen den 
Gruppen eher unwahrscheinlich, aber nicht gänzlich unmöglich.  
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Außer bei Betrieb F waren Kontrollstall und Versuchsstall in einem Stallgebäude untergebracht. Teil-
weise grenzten die Ställe direkt aneinander und waren durch Türen oder Schächte verbunden (Be-
trieb D und E) oder wurden nur durch Vorräume oder Gänge getrennt (Betrieb A, B und C). Es ist 
also durchaus denkbar, dass Milben vom Kontrollstall in den Behandlungsstall gewandert sind und 
so die medikamentös bedingte Dauer der Milbenreduktion scheinbar verkürzt haben. In den Studien 
von THOMAS et al. (2017) war die Wirkdauer mit bis zu 238 Tagen deutlich länger. Hier handelte es 
sich um Bestände mit ausgestalteten Käfigen, und in vielen der Betriebe, die untersucht wurden, 
waren die Ställe außerdem in getrennten Gebäuden untergebracht. Die Gefahr einer Kontamination 
vom Kontrollstall zum Behandlungsstall war also viel geringer als in der eigenen Studie. Da es sich 
um eine Feldstudie handelte, die auf die Teilnahme mit der Roten Vogelmilbe befallener Betriebe 
angewiesen war, war die Möglichkeit einer Einflussnahme auf die Biosicherheit begrenzt, was für 
die Einordnung der eigenen Ergebnisse zu berücksichtigen ist.  
Die Auswahlkriterien waren vor allem Ställe mit vergleichbarem Stallaufbau, der gleichen Nutzungs-
art und Tiere mit möglichst gleichem oder ähnlichem Alter. Dadurch sollte erreicht werden, dass die 
Milben im Behandlungs- und Kontrollstall dieselben Umweltbedingungen hatten und so die Voraus-
setzungen für die Vermehrung möglichst übereinstimmten. Insbesondere Luftfeuchte und Tempe-
ratur im Stall haben große Auswirkungen auf die Milbenreproduktion (MAURER und BAUMGÄRT-
NER 1992, TUCCI et al. 2008, BECK und PANTCHEV 2013). Außerdem sollten die Tiere aus dem 
Kontroll- und dem Behandlungsstall vergleichbar sein.  
Eine bauliche Trennung zwischen den Ställen wäre wünschenswert gewesen, war jedoch unter den 
gegebenen Bedingungen nicht zu erreichen. Die Stalleinheiten der mitwirkenden Betriebe waren 
eher klein (Betrieb A, B, C, D; 544 bis 7500 Tiere) bis mittelgroß (Betrieb E und F; 19.543 bis 28680), 
und in der Regel wurden sowohl Kontrollstall als auch Behandlungsstall von den gleichen Personen 
betreut. Diese waren dazu angehalten, separate Kleidung für den jeweiligen Stall zu benutzen, aber 
dennoch ist durch die nicht umsetzbare Trennung der personellen Betreuung eine Milbenverschlep-
pung durch das Personal nicht völlig auszuschließen. Diese Begrenzungen in der Studienplanung 
konnten nicht ausgeräumt werden und könnten zu den erheblichen Variabilitäten in der Beurteilung 
der Wirkung von Fluralaner beigetragen haben. Für Folgestudien sollte versucht werden eine aus-
reichende bauliche und personelle Trennung zwischen Versuchsställen zu erreichen. Für die kon-
krete Bekämpfung wäre zu folgern, dass eine Verschleppung von Milben nach Fluralaner-Behand-
lung vermieden werden muss und am besten der ganze Bestand auf einmal behandelt wird. Auch 
Neueinträge von außerhalb des Betriebes müssen durch umfassende Biosicherheitsmaßnahmen 
vermieden werden. 
Auch die Stalltemperatur kann einen hohen Einfluss auf die Milbenreduktion haben. Bei einer Um-
gebungstemperatur von 15 °C dauert die Entwicklung von der Eiablage bis zum ersten blutsaugen-
den Stadium im Schnitt 15,7 Tage, bei niedrigerer Temperatur noch länger (TUCCI et al. 2008). Bei 
einer zweimaligen Fluralaner Applikation mit der Dosis 0,5 mg pro kg Körpergewicht konnte noch 
15 Tage nach der ersten Applikation eine Mortalität der Milben von 100 % nachgewiesen werden. 
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Danach sank die Mortalität ab (BRAUNEIS et al. 2017). Bei Stalltemperaturen unter 15 °C ist es also 
möglich, dass nicht alle Milbenstadien bei der Behandlung erfasst werden. Nicht erfasste Milben 
können sich dann aufgrund der Fehlenden Langzeitwirkung ungehindert vermehren. Die Fluralaner 
Applikationen wurde in Betrieb A, D und E im Mai vorgenommen, bei den anderen Betrieben im Juli 
und August. So ist es möglich, dass während der Behandlung von Betrieb A, D und E Stalltempera-
turen von unter 15 °C herrschten. Allerdings wurden hier keine Daten erfasst. 
Bei den Betrieben B und C wurde der Versuch nach 42 Tagen abgebrochen, da zu diesem Zeitpunkt 
die Junghennen in die Legehennenbetriebe umgestallt wurden. Hier wäre es interessant gewesen, 
die behandelte und die unbehandelte Gruppe auch im Legestall weiter zu beobachten, um festzu-
stellen, ob sich der Milbendruck in Ställen, in denen zuvor behandelte Junghennen aufgestallt wur-
den, anders entwickelt als in Legeställen mit einem Besatz zuvor exponierter aber unbehandelter 
Junghennen. Es ist anzunehmen, dass die vorherige Behandlung die Milbenlast im Legestall günstig 
beeinflusst, aber diese Frage müsste in weiterführenden Versuchen noch untersucht werden. 
5.2 Vergleich mit anderen Behandlungsmöglichkeiten 
MEYER-KÜHLING (2007) konnte durch eine Behandlung mit Phoxim-Lösung (zweimalige Sprayappli-
kation im Abstand von sieben Tagen, 25 ml je Hennenplatz, Konzentration: 0,002 %) eine Milbenre-
duktion von bis zu 99,5 % und von über 90 % über einen Zeitraum von bis zu 147 Tagen erreichen. 
GEORGE et al. (2010) und LIEBISCH et al. (2011) konnten bei einer Spray-Behandlung mit einer hoch 
konzentrierten Spinosad-Lösung (3,88 g/l: GEORGE et al. 2010, beziehungsweise 4 g/l: LIEBISCH et 
al. 2011) eine Milbenreduktion von bis zu 100 % erzielen. Beide Behandlungen waren also ähnlich 
wirksam wie der hier dargestellte Wirkstoff Fluralaner. Im Gegensatz zur Fluralaner-Lösung werden 
sowohl Phoxim als auch Spinosad als Umgebungsbehandlung in den Stall ausgebracht mit dem Ziel, 
die Milbenpopulation in ihren Rückzugsbereichen möglichst zu eliminieren. Dieses ist im Vergleich 
zu der Trinkwasserapplikation von Fluralaner deutlich arbeitsintensiver. Außerdem muss genau da-
rauf geachtet werden, dass weder die Tiere, noch Futtertröge oder Tränkelinien bei Anwendung von 
Akarizid-Sprays exponiert bzw. kontaminiert werden. Solche Probleme können bei Trinkwasserme-
dikation mit dem dafür zugelassenen Akarizid Fluralaner nicht auftreten. 
Als Alternative zu chemischen Akariziden werden vermehrt Behandlungen des Stalls mit Silikatstäu-
ben diskutiert und auch angewendet. Die Ergebnisse der Untersuchung auf Wirkung von Silikatstäu-
ben unterscheiden sich je nach Autor und genutztem Produkt beziehungsweise angewendeter Kon-
zentration stark. MAURER et al. (2009) konnten beim Einsatz von synthetischer amorpher 
Kieselsäure nur eine Milbenreduktion von 51,7 % erreichen, bei Einsatz von Diatomeenerde lagen 
die Werte aber mit bis zu 93,1 % erheblich höher. Somit kann auch mit Silikatstäuben die Milbenpo-
pulation reduziert werden, allerdings nicht auf einem Niveau wie es mit Fluralaner, Phoxim oder 
Spinosad erreicht wurde (ABDEL-GHAFFAR et al., ZDYBEL et al 2011., MEYER-KÜHLING et al 2009). 
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Auch für Silikatstäube gilt, dass die Ausbringung im Stall sehr arbeitsintensiv ist, ein Vorteil ist aber, 
dass keine Wartezeiten in Bezug auf Eier oder Fleisch eingehalten werden müssen. Im Vergleich zu 
einer Umgebungsbehandlung mit Akariziden besteht hier auch keine Gefahr für Tiere, die sich im 
Stall befinden oder durch Kontamination von Futtertrögen oder Tränkelinien. Je nach eingesetztem 
Produkt auf Basis von Silikatstaub ist die Anwendung auch in Bio-Betrieben problemlos möglich. 
Allerdings kann die vermehrte Staubentwicklung im Stall nach Ausbringung von Siliziumdioxid bei 
Legehennen nach Langzeitexposition (eine Legeperiode) geringgradige Entzündungsreaktionen in 
der Trachea verursachen, weitere Auffälligkeiten wurden dagegen nicht festgestellt (SCHULZ 2014, 
KILPINEN und STEENBERG 2009, MAURER et al. 2009).  
Nicht vernachlässigt werden darf der Aspekt, dass betreuendes Personal ebenfalls gegenüber aus-
gebrachtem Silikatstaub während der Arbeit im Hühnerstall exponiert sein kann. Wie hoch die 
Staubkonzentration im Stall ist und ob beziehungsweise welche gesundheitlichen Konsequenzen 
das für das Personal hat, ist noch nicht eingehend untersucht worden. In anderen Berufszweigen 
mit einer Exposition gegenüber Silikatstaub konnten Symptome wie geringeres Lungenvolumen, ein 
geringerer Atemstrom und verminderter Gasaustausch festgestellt werden (BÉGIN et al. 1988). Au-
ßerdem gibt es das Risiko einer erhöhten Mortalität durch Lungenkrebs (RICE et al. 2000). 
Die chemische Desinfektion des Stalls kann den Milbendruck stark reduzieren, da Mittel wie zum 
Beispiel p-Chlor-m-Kresol nicht nur die mobilen Milbenstadien, sondern auch die Milbeneier schä-
digen (LIEBISCH und LIEBISCH 2003). Dies hat den Vorteil, dass die Anwendung nicht wie bei Akari-
ziden nach sieben Tagen wiederholt werden muss, um eine ausreichende Wirksamkeit zu erzielen. 
Allerdings können Desinfektionsmittel nicht im belegten Stall angewendet werden, da sie nicht zur 
Anwendung am Tier zugelassen sind. So kann man sie sehr gut für die Milbenbekämpfung in der 
Leerstehzeit des Stalles nutzen, nicht aber bei einem Milbenbefall während eines Durchgangs. 
Auch Temperaturen über 45 °C oder unter -20 °C können den Milbendruck im Stall stark mindern 
(MOZAFAR 2014b). Allerdings können auch diese Methoden nur in der Leerstehzeit angewendet 
werden und sind so eher als vorbeugende Maßnahmen anzusehen. Für eine Anwendung im beleg-
ten Stall kommen sie nicht in Frage. Eine Kältebehandlung ist theoretisch möglich, aber aufgrund 
sehr hoher Kosten für zum Beispiel flüssigen Stickstoff oder Trockeneis und möglicher Schäden an 
der Stalleinrichtung nicht praktikabel (MOZAFAR 2014b). Das Aufheizen des Stalls wird dagegen in 
der Praxis schon durchgeführt, aber auch dieses Verfahren ist durch den Energieaufwand mit hohen 
Kosten verbunden. Um Schäden durch Überhitzung von Plastikteilen der Stalleinrichtung zu vermei-
den ist eine gleichmäßige Wärmeverteilung durch gute Luftzirkulation nötig (MUL et al. 2009).  
An Impfstoffen gegen die Rote Vogelmilbe wird aktuell geforscht. Hier gibt es unterschiedliche An-
sätze, wie rekombinantes Akirin oder rekombinantes Tropomyosin und Paramyosin. Die bisher er-
zielten Effekte wie um 23 % erhöhte Mortalität oder um 42 % reduzierte Eiablage bei Milbenweib-
chen bringen noch nicht annährend den Erfolg, der über die Behandlung mit Fluralaner möglich ist 
(WRIGHT et al. 2016, LIMA-BARBERO et al. 2019). Außerdem müssen die Impfstoffe in die Tiere 
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injiziert werden und können nicht über das Trinkwasser verabreicht werden. Das ist mit hohem per-
sonellem Aufwand und damit einhergehenden hohen Kosten verbunden. Zugelassene Impfstoffe 
gegen die Rote Vogelmilbe sind zurzeit nicht erhältlich und deswegen keine aktuelle Alternative zur 
Milbenbekämpfung. 
5.3 Produktionsdaten 
Bei einer hohen Milbenlast wird häufig von einer herabgesetzten Legeleistung oder schlechter Scha-
lenqualität und daraus entstehenden Kosten gesprochen (WOJCIK et al. 2000, MOZAFAR 2014a, 
VAN EMOUS 2017). Aufgrund dessen würde man vermuten, dass es im Behandlungsstall während 
des Versuchs zu einer höheren Legeleistung und weniger deklassifizierten Eiern im Vergleich zum 
Kontrollstall kommt.  
Hinsichtlich der Legeleistung konnte entgegen der Erwartungen in Betrieb A jedoch kein signifikan-
ter Unterschied zwischen Kontroll- und Behandlungsstall festgestellt werden. Eine Erklärung könnte 
sein, dass auch im Kontrollstall die Anzahl an mobilen Milbenstadien stark fiel und so die Legehen-
nen nur einer geringen Milbenlast ausgesetzt waren. Die Anzahl an deklassifizierten Eiern wurde in 
Betrieb A nicht erfasst.  
In Betrieb D legten die Legehennen aus dem Behandlungsstall über den gesamten Versuchszeitraum 
im Schnitt circa 15 % mehr Eier als die unbehandelten Hennen im Kontrollstall. Der Unterschied 
zwischen beiden Ställen war zwar signifikant, allerdings kann nicht zwingend ein direkter Zusam-
menhang mit der Fluralaner-Anwendung abgeleitet werden. Betriebsbedingt waren die Tiere im 
Kontrollstall neun Wochen älter als die im Behandlungsstall, so dass die altersabhängige Legeleis-
tung an dem Unterschied beteiligt sein kann. Der Anteil an deklassifizierten Eiern war im Behand-
lungsstall signifikant höher als im Kontrollstall. Das entspricht nicht den Erwartungen und kann auf 
der Grundlage der vorliegenden Daten nicht erklärt werden. Andererseits wurden solche Beobach-
tungen in den anderen Betrieben nicht registriert, so dass ein höherer Anteil deklassifizierter Eier 
nicht der der Fluralaner-Anwendung zugeordnet werden kann.  
Da die Tiere in den beiden Gruppen im Betrieb E gleich alt waren, können altersbedingte Effekte auf 
die Legeleistung hier ausgeschlossen werden. Zwar legten die Legehennen aus dem Behandlungs-
stall signifikant mehr Eier als jene im Kontrollstall, über den Versuchszeitraum betrug die Differenz 
aber nur 0,4 % und war damit marginal. Es wurden im Behandlungsstall 0,5 % weniger Eier deklas-
sifiziert, so dass auch in dieser Hinsicht ein zwar nur geringer aber immerhin signifikanter Nutzen 
der Behandlung gesehen werden konnte.  
Nicht erfasst wurde die Körpermasseentwicklung der Tiere. Aufgrund der geringeren Belastung 
durch Milbenbefall, der sich in reduziertem Stress, besserer Futteraufnahme und verringertem Blut-
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entzug zeigen könnte, wäre eine höhere Zunahme im Behandlungsstall nicht überraschend. Ent-
sprechende Daten konnten im aktuellen Versuchsdesign nicht erfasst werden, so dass solche Aus-
sagen an dieser Stelle spekulativ wären. Hier bedarf es weiterer Untersuchungen. 
5.4 Rückgang der Milbenzahlen im Kontrollstall 
Entgegen der Erwartungen nahmen in allen Betrieben im Versuchszeitraum die Zahlen an mobilen 
Milbenstadien in den Fallen des Kontrollstalls ab, wenn auch in der Regel weniger stark als im Be-
handlungsstall. Für den Rückgang der Milbenfänge ohne Einfluss von Fluralaner könnte es verschie-
dene Ursachen geben. Eine Erklärung könnten die klimatischen Bedingungen während des Versuchs 
gewesen sein. Der Versuch in Betrieb F begann im November 2015 und endete im Januar 2016, fand 
also über den Winter statt. Laut MAURER und BAUMGÄRTNER (1992) ist die optimale Temperatur 
für die Entwicklung der Milben zwischen 25 °C und 37 °C. Sinkt die Temperatur unter 20 °C steigt 
die Entwicklungsdauer vom Ei bis zur adulten Milbe stark an. Niedrige Stalltemperaturen können 
also zu einem Rückgang der Milbenpopulation geführt haben. Der Versuch in Betrieb A begann im 
Mai 2014, die Versuche in Betrieb B bis E in Mai und Juni 2015 und dauerten jeweils über den Som-
mer an. Vermutlich waren deshalb die Stalltemperaturen deutlich höher als in Betrieb F und somit 
besser für die Milbenvermehrung geeignet.  
Allerdings spielt für den Entwicklungszyklus der Roten Vogelmilbe nicht nur die Temperatur eine 
große Rolle, auch die relative Luftfeuchtigkeit kann Einfluss nehmen Für die Milben ist eine relative 
Luftfeuchtigkeit um 70 % optimal (NORDENFORS et al. 1999). Möglicherweise war die Luftfeuchtig-
keit während des trockenen Sommers in den Ställen sehr gering und dadurch die Entwicklung der 
Roten Vogelmilbe eingeschränkt. Da die Temperatur und Luftfeuchtigkeit in den Ställen während 
des Versuchsdurchgangs nicht erfasst wurden, sind diese Erklärungsversuche spekulativ und können 
nicht belegt werden. Für Folgeversuche bedeutet dies aber, dass Stallklimadaten unbedingt miter-
fasst und dokumentiert werden sollten. 
Die Position der Milbenfallen wurde während des Versuchs nicht gewechselt, so dass die Fallen 
möglichst immer an den gleichen markierten Auslegungsorten befestigt wurden. Da verschiedene 
Stallbereiche für die Rote Vogelmilbe unterschiedlich attraktiv sind (ZENNER et al. 2009), sollte so 
gewährleistet werden, dass für jeden Stall möglichst repräsentative Daten gewonnen wurden. Die 
Milbenfallen wurden als Versteck gut angenommen, so dass sich viele Milben aus der Umgebung 
innerhalb der Fallen aufhielten. Beim Absammeln der Fallen wurden die darin befindlichen Milben 
und Milbeneier aus dem Stall entfernt und die Milbenpopulation am Auslegungsort verkleinert. 
Durch die regelmäßige Fallenauslegung wurde so eine große Menge an Milben und Milbeneiern im 
Bereich der Milbenfallen entfernt, so dass es möglicherweise hierdurch zu einer lokalen Ausdün-
nung der Milbenpopulation kam. Dieser Aspekt verdient für Studien dieser Art Aufmerksamkeit, und 
es sollte überlegt werden, wie ein angepasstes Beprobungsregime in Folgestudien aussehen könnte. 
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Auf einigen Betrieben wurde außerdem ein vermehrtes Auftreten von Glänzendschwarzen Getrei-
deschimmelkäfern beobachtet. Laut KOZLOV (1979) sind diese Prädatoren für die Rote Vogelmilbe 
und adulte Käfer können bis zu zehn Milben pro Tag fressen. So wäre es denkbar, dass eine große 
Käferpopulation den Bestand an Roten Vogelmilben dezimiert. Die Anzahl an Glänzendschwarzen 
Getreideschimmelkäfern wurde in dieser Studie allerdings nicht miterfasst. 
Der subjektive Eindruck war, dass die Milbenaggregate im Versuchsverlauf im Kontrollstall etwas 
kleiner wurden. So starke Rückgänge der Milbenpopulation wie die Fallenergebnisse vermuten las-
sen konnten optisch jedoch nicht festgestellt werden. Diese Beobachtung würde die Theorie unter-
stützen, dass durch die Fallen eine große Anzahl an Milben in den Bereichen der Fallenauslegung-
sorte aus dem Stall entfernt wurden. 
5.5 Ausblick 
Fluralaner ist derzeit in Deutschland nur für die Behandlung von D. gallinae zugelassen (EMEA 
2017a). Für eine Behandlung gegen O. sylviarum, Menacanthus stramineus, Ceratophyllus gallinae 
oder Knemodicoptes mutans gibt es aktuell kein in Deutschland zugelassenes Arzneimittel bei Hüh-
nern. Es ist jedoch bekannt, dass auch eine gute Wirksamkeit von Fluralaner gegen O. sylviarum 
besteht (HINKLE et al. 2018). Außerdem ist eine Wirksamkeit gegen Ctenocephalides felis, Ixodes 
ricinus, Dermacentor reticulatus, Dermacentor variabilis und Rhipicephalus sanguineus bei Hunden 
nachgewiesen (EMEA 2013). Dies lässt spekulieren, dass auch Wirksamkeiten gegen andere Ektopa-
rasiten beim Huhn möglich wären. Weiterführende Untersuchungen, ob es bei der Behandlung mit 
Fluralaner in der Dosierung 0,5 mg/kg Körpergewicht zweimal im Abstand von sieben Tagen bei 
Hühnern auch eine Wirksamkeit gegen andere Ektoparasiten gibt, wären deshalb von hohem Inte-
resse.  
Für andere Vogelarten wurde die Verträglichkeit von Fluralaner noch nicht hinreichend untersucht. 
Da die Behandlung über das Trinkwasser aber aufgrund der recht einfachen Applikation auch für 
scheue Vögel gut möglich ist, wären auch hier weitere Untersuchungen wünschenswert.  
Die für die Studie genutzten Ställe wurden vor der Fluralaner Applikation nicht mit Silikatstäuben 
behandelt. In der Praxis ist dies aber häufig der Fall, da in vielen Ställen vor der Einstallung neuer 
Tiere prophylaktisch Silikatstaub ausgebracht wird. Hier stellt sich die Frage, ob eine Stallbehand-
lung mit Silikatstaub förderlich oder hinderlich für eine Behandlung mit Fluralaner ist. Während der 
Behandlung mit Fluralaner könnten eventuell mehr Milben im Stall verbleiben, da sie vom Sili-
katstaub eingeschlossen sind und so nicht während des Behandlungszeitraums zu den Hühnern ge-
langen können. Der Behandlungserfolg könnte durch eine Behandlung mit Silikatstaub aber auch 
länger anhalten, da nach der Behandlung mit Fluralaner verbliebene Milben durch den Silikatstaub 
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Einleitung 
Dermanyssus gallinae ist ein weit verbreiteter Ektoparasit bei Hühnern in Europa. Vor allem in den 
Sommermonaten entwickeln sich in Hühnerställen sehr große Milbenpopulationen. Die Milbensti-
che und der damit einhergehende Blutverlust gehen zulasten des Tierwohls und verursachen hohe 
wirtschaftliche Einbußen. Die Milben befinden sich nur nachts für den Saugakt auf den Tieren und 
verstecken sich tagsüber in trockener Einstreu oder in dunklen Ritzen und Spalten. Dies macht die 
Bekämpfung schwierig und aufwendig. Seit September 2017 ist ein Arzneimittel mit dem Wirkstoff 
Fluralaner auf dem deutschen Markt verfügbar. Dieses soll die Bekämpfung der Roten Vogelmilbe 
einfacher machen.  
Ziel der Untersuchungen 
Ziel dieser Dissertation ist die Bewertung der Milbenreduktion bei Behandlung mit Fluralaner in der 
Dosierung 0,5 mg/kg Körpergewicht bei zweimaliger Applikation im Abstand von sieben Tagen in 
natürlich infizierten Geflügelställen. Verglichen wurde jeweils ein behandelter Versuchsstall mit ei-
nem unbehandelten Kontrollstall unter Beachtung der Good Clinical Practice (GCP). 
Tiere, Material und Methoden 
In der vorliegenden Arbeit wurden die Ergebnisse von zwei Junghennenbetrieben, drei Legehennen-
betrieben und einem Elterntierbetrieb betrachtet. Auf jedem Betrieb waren zwei möglichst ähnliche 
Ställe mit vergleichbaren Tieren vorhanden. Die Ställe durften vor der Studie länger als drei Monate 
nicht mit Antiparasitika oder Silikatstaub behandelt worden sein. Die Höhe des Milbenbefalls in den 
Ställen wurde mit Fallen der Firma AviVet B.V. (Niederlande) ermittelt. Diese wurden in regelmäßi-
gen Abständen vor und nach der Behandlung an gleichmäßig im Stall verteilten, festen Plätzen für 
24 Stunden im Stall ausgebracht. Anschließend wurden sie tiefgefroren und bei Avivet B.V. in Lun-
teren, Niederlande ausgezählt. Die Hühner im Behandlungsstall wurden zwei Mal im Abstand von 
sieben Tagen mit einer Fluralaner-Lösung (10 mg/ml) behandelt. Die Dosierung betrug 
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0,5 mg/kg Körpergewicht. Die Studie galt nach einer Versuchsdauer von sechs Monaten nach der 
ersten Applikation, nach Beendigung eines Produktionszyklus, nach einem starken Absinken der Mil-
benreduktion oder wenn der Kontrollstall aufgrund des Tierwohls gegen D. gallinae behandelt wer-
den musste, als beendet. Außerdem wurden Mortalität, klinische Auffälligkeiten und bei Legehen-
nen die Legeleistung beobachtet. Die Milbenreduktion der Fluralaner-Lösung wurde mit der 
Henderson-Tilton Formel berechnet. Tests auf signifikante Unterschiede zwischen der behandelten 
und unbehandelten Gruppe wurden mit dem U-Test nach Mann-Whitney durchgeführt. 
Ergebnisse 
Durch die Behandlung mit Fluralaner konnte bei allen Betrieben eine signifikante (P < 0,05) Milben-
reduktion erreicht werden. Bei drei Betrieben wurde eine Milbenreduktion von über 99 % erreicht, 
in den anderen drei Betrieben lag die Milbenreduktion zwischenzeitlich bei 100 %. Die Dauer der 
Milbenreduktion unterschied sich jedoch von Betrieb zu Betrieb zum Teil stark. In den Aufzuchtbe-
trieben wurde am Ende des Produktionszyklus (42 Tage nach erster Fluralaner Applikation) noch 
eine Wirksamkeit von 96 % beziehungsweise 99,6 % und damit ein signifikanter Unterschied 
(P < 0,05) festgestellt. In zwei Legehennenbetrieben sank die Milbenreduktion 70 Tage nach der ers-
ten Fluralaner Applikation unter 90 % (P > 0,05). In einem Legehennenstall lag die Wirksamkeit 119 
Tage nach der ersten Fluralaner Applikation (Produktionsende) noch bei 98,95 % (P < 0,05). Bei den 
Elterntieren sank die Milbenreduktion 126 Tage nach der ersten Fluralaner Applikation unter 90 % 
(P > 0,05). Bei der Mortalität konnten keine signifikanten (P > 0,05) Unterschiede zwischen Ver-
suchs- und Behandlungsstall festgestellt werden. Auch klinisch gab es keine Auffälligkeiten. Bei zwei 
von drei Betrieben war die Legeleistung im Behandlungsstall gegenüber dem Kontrollstall erhöht. In 
einem dieser Betriebe könnte diese Differenz aber durch ein unterschiedliches Tieralter verursacht 
worden sein.  
Schlussfolgerungen 
Auf allen untersuchten Betrieben konnte eine Milbenreduktion von über 90 % erreicht werden. Eine 
zweimalige Applikation im Abstand von sieben Tagen mit Fluralaner in der Dosierung 0,5 mg/kg Kör-
pergewicht ist als wirksam gegen D. gallinae einzustufen. Aufgrund der einfachen Applikation über 
das Trinkwasser bietet die Behandlung mit Fluralaner viele Vorteile gegenüber im Stall auszubrin-
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Introduction 
Dermanyssus gallinae is a widely occurring ectoparasite of chickens in Europe. Especially in the sum-
mer months, enormous mite populations can form in poultry houses. The mite stings, along with 
the resulting blood loss, negatively impact animal welfare and cause big economical losses. The 
mites sting during the night and hide away from the chickens, either in dry litter or in dark places 
like cracks and narrows gaps. This complicates pest control. Since September of 2017, a pharmaceu-
tical with the active agent Fluralaner is available on the German market. This drug is said to simplify 
controlling the red fowl mite. 
Aim of the Experiments 
The aim of this dissertation is the evaluation of the mite reduction in a field experiment using Flu-
ralaner. For this, already infected poultry houses were treated with Fluralaner (0,5 mg/kg body 
weight) twice at an interval of seven days. For each experiment, a treated house was compared to 
an untreated control house to keep up good clinical practice. 
Animals, Material, and Methods 
For this body of work, chicken stocks of two replacement chicken plants, three layer hen plants, and 
one parent animal plant were treated and observed. Each of the plants had two comparable poultry 
houses with comparable animals. The poultry houses were not treated with antiparasitic agents or 
silicate dust three months prior to the experiment. The severity of the mite infestation was deter-
mined by AviVet B.V. (Netherlands) using mite traps. Traps were placed for 24 hours at predeter-
mined and uniformly distributed points in the poultry houses multiple times before and after the 
treatment. After that, the traps were frozen on site and counted by AviVet B.V. in Lunteren, Neth-
erlands. The chickens in the treated poultry houses were dosed two times with a Fluralaner solution 
(10 mg/ml) at an interval of seven days. The dose was 0,5 mg/kg body weight. The experiments were 
considered concluded six months after the initial treatment, after finishing the current production 
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cycle, after a drastic mite reduction, or when the control house had to be treated against D. gallinae 
for animal welfare reasons. Mortality, clinical abnormalities, and the laying performance of the lay-
ing hens were monitored, as well. The efficacy of the Fluralaner solution on the mite population was 
calculated using the Henderson-Tilton formula. The U test by Mann-Whitney was used to determine 
statistical significance between treated the group and the control. 
Results 
The treatment with Fluralaner led to a statistically significant mite reduction in all studied cases 
(P < 0,05). Mite reduction of over 99 % was observed in three of the plants (P < 0,05). In three more 
plants the mite reduction was temporarily at 100 % (P < 0,05). The duration of the mite reduction 
varied greatly between plants. In the rearing plants an efficacy of 96 % and 99,6 %, respectively, was 
observed at the end of the production cycle (42 days after the initial Fluralaner treatment), and, by 
extension, a statistically significant change (P < 0,05). In two laying hen plants, the mite reduction 
fell below 90 % (P > 0,05) 70 days after the first Fluralaner application. In the remaining laying hen 
plant the efficacy was still at 98,95 % (P < 0,05) 119 days after the initial Fluralaner treatment. In the 
parent animal plants mite reduction fell below 90 % (P > 0,05) 126 days after the initial Fluralaner 
treatment. There were no significant differences in mortality between treated house and control 
house (P > 0,05). There were no clinical abnormalities observed. In two of three laying hen plants, 
the laying performance was higher in the treated house. In one of the plants this difference might 
be due to a difference in animal age.  
Conclusion 
In all studied plants a mite reduction of over 90 % was achieved. Thus, a two-fold application of 
Fluralaner at a dose of 0,5 mg/kg body weight and at an interval of 7 days is to be classified as 
effective in the control of D. gallinae. The application, dosing the drinking water of the animals, 
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